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L’extrémité des chromosomes linéaires est une structure nucléoprotéique très 
conservée chez les organismes eucaryotes. Elle est constituée du télomère et des régions 
sous-télomériques répétées (STR) qui sont placées en amont du télomère.  
Chez la levure bourgeonnante, on trouve deux types de télomère, les télomères XY’ 
et les télomères X, qui se distinguent par la nature des STR positionnées en amont des 
répétitions télomériques. Le télomère et les STR sont liés par pas moins de dix protéines 
qui vont participer au maintien et à la régulation de l’extrémité chromosomique nécessaires 
à la stabilité du génome. Le télomère protège ainsi le chromosome de dégradations ou 
encore de fusions avec d’autres chromosomes. Le maintien de la taille du télomère est 
assuré par la télomérase, une transcriptase inverse, qui permet l’ajout de répétitions pour 
pallier leur perte lors de la phase de réplication durant le cycle cellulaire. Lorsque la 
télomérase est absente, deux types particuliers de cellules, les survivants de type I et les 
survivants de type II, peuvent maintenir leurs télomères grâce aux mécanismes de 
recombinaison homologue. 
Chez l’humain, les répétitions télomériques sont également liées par un certain 
nombre de protéines nécessaires au maintien de la stabilité de l’extrémité chromosomique. 
L’implication des télomères dans les processus de cancérisation, de vieillissement, mais 
également dans des maladies congénitales fait de cette structure un pivot dans le domaine 
de la recherche fondamentale. Dans 10 % des cas de cancers, l’allongement n’est pas dû à 
une réactivation de la télomérase comme c’est en général le cas, mais est inhérent à des 
processus de recombinaison homologue, comme chez la levure. Les homologies de 
séquences, de protéines, mais aussi de mécanismes de régulation des télomères avec les 
cellules humaines, font de S. cerevisiae un excellent modèle d’étude. Cette thèse se divise 
en trois chapitres. Les deux premiers traitent de l’interaction du complexe yKu avec les 
télomères de type XY’ dans le chapitre 1 puis de son interaction avec les télomères de type 
X dans le chapitre 2. Le chapitre 3 traite du comportement d’un type de survivant chez S. 
cerevisiae. 
Le chapitre 1 porte donc sur l’analyse des sites de liaison aux télomères XY’ du 
complexe yKu par la technique de ChEC in vivo. yKu intervient dans de nombreux 
processus de régulation des télomères, mais aussi dans un mécanisme de réparation des 
cassures double-brin de l’ADN (DSBs), la NHEJ (Non homologous end-joining). Les 




sites de liaison aux télomères et dans les répétitions télomériques interstitielles. Nous 
supposons que la liaison du complexe se ferait lors de la formation d’une cassure de type 
« one-sided break » générée à la suite du passage de la fourche de réplication à l’intérieur 
des répétitions télomériques. 
Le chapitre 2 est également une étude des sites de liaison par la technique de ChEC 
in vivo du complexe yKu, mais cette fois-ci aux télomères X. Les observations faites dans 
cette partie viennent corroborer les résultats du chapitre 1 de la liaison de yKu à la jonction 
entre le télomère et les STRs, de plus elle met en évidence des interactions potentielles du 
complexe avec les éléments X laissant supposer l’existence d’un potentiel repliement du 
télomère sur la région sous-télomérique chez la levure. 
Enfin, le chapitre 3 est axé sur l’étude du comportement des survivants de type I, 
des cellules post-sénescences qui maintiennent leurs télomères par un processus de 
recombinaison homologue, le mécanisme de BIR (break-induced replication) en l’absence 
de télomérase. Les survivants de type I présentent une croissance lente liée à un arrêt du 
cycle cellulaire en phase G2/M qui dépend de la protéine de contrôle Rad9, dont l’activité 
est en général induite par des cassures double-brin. Ce chapitre a permis d’apporter des 
précisions sur la croissance lente probablement inhérente à un berceau télomérique très 
restreint chez ce type cellulaire. 
 
Mots clés : Télomères, Complexe yKu, Réplication de l’ADN, Répétitions télomériques 
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I INTRODUCTION 
1 Les Télomères 
1.1 Historique 
 
Les extrémités des chromosomes linéaires chez la plupart des organismes 
eucaryotes présentent une structure particulière qui se distingue du reste du génome. Cette 
structure appelée télomère (du grec τέλος télos « fin » et μέρος méros « partie »), a été mise 
en évidence par Hermann Muller et Barbara McClintock à la fin des années 30, à partir de 
travaux sur deux organismes différents, la mouche, Drosophila melanogaster et le maïs Zea 
mays (Muller, 1938; McClintock, 1939). Cette structure a été décrite comme étant 
essentielle à la stabilité du génome. C’est en 1978 que la première séquence télomérique est 
décrite grâce aux travaux d’Elizabeth Blackburn et Joseph Gall chez le protozoaire cilié 
Tetrahymena thermophila (Blackburn et Gall, 1978). Chez cet organisme, les gènes (ADN 
ribosomiques) codant l’ARN ribosomique sont amplifiés pour former des molécules 
d’ADN extra chromosomiques. Ces ADN extra chromosomiques sont contenus dans le 
macronucléus de Tetrahymena thermophila et sont extraits sous forme de molécules 
d’ADN linéaires. Leurs recherches ont mis en évidence la présence de séquences répétées 
en tandem à l’extrémité de ces molécules d’ADN extra chromosomiques, ainsi qu’une 
extrémité simple brin 3’ riche en guanine. En 1987, un complexe ribonucléoprotéique est 
identifié grâce aux travaux de Carol Greider et d’Elizabeth Blackburn chez Tetrahymena 
thermophila (Greider et Blackburn, 1987). Ce complexe nommé télomérase permet la 
synthèse des répétitions télomériques et ainsi la réplication totale du chromosome. Ces 
travaux, ainsi que des découvertes sur la structure protéique du télomère ont été 
récompensés en 2009 par le prix Nobel de Médecine, décerné à Elizabeth Blackburn, Carol 
Greider et Jack Szostak. 
 
Les télomères sont une structure essentielle à la stabilité du génome, en protégeant 
le chromosome de la dégradation, mais aussi de fusions inter et intrachromosomiques. Les 
télomères sont impliqués dans un certain nombre de maladies chez l’humain, comme le 




fondamentale à part entière. Étant une structure très conservée à travers les organismes, 
notamment des mammifères à la levure bourgeonnante Saccharomyces cerevisiae, nous 
avons profité de l’aisance de culture et de manipulation de cet organisme pour les 
recherches qui vont suivre. 
1.2 Structure de l’extrémité des chromosomes chez les eucaryotes 
 
L’extrémité des chromosomes chez les organismes eucaryotes se présente sous forme 
d’une structure nucléoprotéique particulière, constituée de séquences d’ADN non codantes, 
répétées en tandem. Ces extrémités se définissent naturellement par deux parties; la 
première à l’extrémité totale du chromosome que l’on nomme le télomère et la seconde, en 
amont du télomère, que l’on nomme séquence sous-télomérique répétée (STR). 
 
1.2.1 Structure du télomère 
 
Le télomère est constitué de courtes séquences d’ADN répétées en tandem, qui se 
caractérisent par des motifs différents selon les organismes (Tableau 1). Chez les 
mammifères, ces séquences vont être caractérisées par un motif répété de type T2AG3 et 
vont varier en taille entre 500 pb et plusieurs mégas paires de bases (Moyzis et al., 1988; de 
Lange et al., 1990; Kipling et Cooke, 1990; Delany et al., 2000; Baird et al., 2003). Chez S. 
cerevisiae la séquence télomérique est caractérisée par un motif (TG)0-6TGGGTGTG(G)0-1, 
abrégé par C1-3A/TG1-3. Le télomère chez la levure bourgeonnante a une taille de 300 pb +/- 
75 pb (Shampay et al., 1984). Chez cet organisme, comme chez la plupart des eucaryotes, 
le télomère est caractérisé par une extrémité chromosomique qui n’est pas franche. Le 
brin 3’ présente en effet une extension formant un simple brin 3’ riche en guanines (G). 
Chez la levure bourgeonnante, le simple brin 3’ riche en G est relativement court à travers 
les différentes phases du cycle cellulaire, entre 12 à 15 nucléotides (Larrivée et al., 2004). 
Cependant lors de la réplication du télomère, à la fin de la phase S et au début de la phase 
G2, le simple brin est beaucoup plus long, ≥ 30-100 nucléotides. À la phase S/G2, le simple 
brin du fait de sa longueur devient détectable par une expérience de transfert d’ADN par la 




oligonucléotide spécifique de l’extrémité simple brin TG1-3 (Wellinger et al., 1993a, 
1993b).  
 
Tableau 1. Séquences et tailles des télomères chez divers organismes 
 
Organisme Séquence Taille Références 
Ciliés    
Oxytricha nova T4G4 20 pb (Klobutcher et al., 1981) 
Tetrahymena thermophila T2G4 120-420 pb (Blackburn et Gall 1978) 
Levures    
Saccharomyces cerevisiae TG1-3 225-375 pb (Shampay, Szostak, et 
Blackburn 1984) 
(Walmsley et al., 1984) 
Schizosaccharomyces pombe T2AC(A)G2-5 ~300 pb (Sugawara et Szostak 1986) 
Nématode    
Caenorhabditis elegans T2AG2C 4-9 kb (Cangiano et La Volpe 1993) 
(Wicky et al., 1996) 
Plante     
Arabidopsis thaliana T3AG3 2-9 kb (Richards et Ausubel 1988) 
(Shakirov et Shippen 2004) 
Vertébrés    
Mus musculus T2AG3 20-150 kb (Kipling et Cooke 1990) 
Gallus domesticus T2AG3 10 kb-2Mb (Delany, Krupkin, et Miller 
2000) 
Homo sapiens T2AG3 0.5-20 kb (Moyzis et al., 1988) 
(de Lange et al., 1990) 
(Baird et al., 2003) 
 
1.2.2 Structure des séquences sous-télomériques 
 
Chez S. cerevisiae, deux types de STR sont positionnés directement en amont du 
télomère et permettent de définir deux catégories de télomère : les télomères de type XY’ et 
les télomères X (figure 1). Les éléments Y’, d’une part, sont toujours positionnés en amont 
du télomère. Ce sont des éléments homogènes et extrêmement conservés avec une identité 
de séquence de 98 à 99 % d’une extrémité chromosomique à une autre (Louis et al., 1994). 




des extrémités des chromosomes. La présence et le nombre de copies de l’élément Y’ est 
extrêmement variable d’une souche à une autre (Chan et Tye, 1983; Louis et Haber, 1990). 
 
Figure 1. Organisation du télomère et de la région sous-télomérique chez S. cerevisiae. 
Les extrémités chromosomiques chez la levure bourgeonnante se décomposent en une 
extrémité télomérique et une région sous-télomérique. Le télomère est caractérisé par la 
présence de séquences répétées TG1-3, d’un brin 3’ riche en guanines (pointillés rouges) et 
d’un brin 5’ riche en cytosines (pointillés bleus). L’extrémité du télomère n’est pas franche 
puisqu’elle présente une extension simple brin 3’. En amont du télomère se trouve une 
région sous-télomérique qui peut être caractérisée par la présence d’éléments Y’ sur 
environ la moitié des extrémités chromosomiques. Lorsqu’il est présent, l’élément Y’ est 
positionné directement en amont du télomère et peut être présent de 1 à 4 copies. C’est un 
élément homogène et conservé d’un chromosome à un autre qui se définit sous deux tailles, 
5,2 et 6,7 kb. On trouve également l’élément X, présent sur tous les chromosomes. Il peut 
être positionné en amont du télomère ou bien de façon proximale au centromère lorsque 
l’élément Y’ est présent. Il est moins conservé et présente une grande diversité de taille 
(0,5-3,75 kb). Des séquences ARS sont trouvées dans les éléments X et Y’. Les éléments 
sous-télomériques peuvent être séparés par des séquences répétées télomériques 
interstitielles (ITS) qui sont exactement de même nature que celles trouvées au télomère. La 
variabilité de présence de l’élément Y’, permet de définir deux types de télomère, les 
télomères de type XY’ et les télomères de type X. 
 
On trouve deux classes d’élément Y’ qui se distinguent l’une de l’autre par leur 






éléments Y’ que l’on qualifie de court (Y’-C) ont une taille de 5,2 kb. Ces éléments 
diffèrent par l’insertion et la délétion d’un certain nombre de répétitions (Chan et al., 1983; 
Louis et Haber, 1992). Les éléments Y’ sont caractérisés par la présence d’une ARS 
(Autonomously replicating sequence) dans leur séquence. 
Outre les éléments Y’, un autre type d’élément STR est également trouvé en amont 
des télomères chez la levure bourgeonnante, il s’agit de l’élément X (Chan et Tye, 1983). 
Contrairement à l’élément Y’, cet élément est présent sur la totalité des extrémités 
chromosomiques. Il peut être positionné de façon adjacente aux répétitions télomériques ou 
en amont de l’élément Y’ lorsque celui-ci est présent (figure 1). Cet élément se caractérise 
par une forte variabilité de taille d’une extrémité chromosomique à une autre (0,5-3,75 kb). 
L’élément répété X est lui-même composé de deux sous-types de séquences télomériques 
répétées. L’élément X cœur, d’une part (XC) (figure 1), est situé de façon proximale au 
centromère. Il se présente sous une taille moyenne de 470 pb et est strictement présent à 
toutes les extrémités chromosomiques, mais présente une identité de séquence d’un 
télomère à un autre extrêmement variable, de 57 à 92 % (Louis et al., 1994). L’élément XC 
se caractérise au début de l’élément, par la présence d’une ARS à l’intérieur de laquelle se 
trouve une séquence consensus à tous les éléments XC sur les différentes extrémités 
chromosomiques (Chan et al., 1983; Chan et Tye, 1983). D’autre part, on trouve, l’élément 
X répété combinatoire (XRC) présentant une taille plus variable que l’élément XC. Sur la 
plupart des extrémités chromosomiques, il se présente sous une taille moyenne de 280 pb, 
mais peut atteindre jusqu’à 380 pb comme c’est le cas pour le télomère XY’, Tel09-L. Cet 
élément est lui-même constitué de quatre STRs, que l’on nomme STR-A, STR-B, STR-C et 
STR-D (figure 1), elles diffèrent de par la nature et l’identité de leurs séquences répétées. 
STR-A varie en longueur de 35 à 50 pb, STR-B est un élément plus conservé de 56 à 57 pb 
et présente une identité de séquence qui varie de 81 à 93 %, STR-C présente une taille de 
42 à 46 pb et une identité de séquence de 90 à 97 %, enfin STR-D est l’élément le plus long 
avec une taille de 138 à 150 pb et une identité de séquence de 86 à 95 %. De plus, ces 
éléments varient en taille d’un télomère à un autre et peuvent parfois même être absents de 
certaines extrémités chromosomiques (Louis et al., 1994). Les éléments sous-télomériques 
sont caractérisés par la présence dans leur séquence de sites de liaison spécifiques à des 




et al., 2001; Smith et al., 2011). Abf1 se lie à la séquence ACS de l’ARS. Les facteurs de 
transcriptions Tbf1 et Reb1 ont des sites de liaison à proximité du télomère dans des 
régions que l’on nomme STARs pour « subtelomeric anti-silencing regions » (Fourel et al., 
1999). Entre plusieurs copies d’éléments Y’ ou bien entre un élément Y’ et un élément X 
sur une même extrémité chromosomique, il est possible de trouver des répétitions 
télomériques, que l’on nomme alors, les répétitions télomériques interstitielles (ITS pour 
« interstitial telomeric sequences » ou « internal telomeric sequences) (figure 1). 
Chez l’humain, comme chez S. cerevisiae, on trouve des séquences sous-
télomériques répétées, ces séquences sont toutefois beaucoup moins conservées que chez la 
levure, elles présentent par exemple une forte variation dans leur nombre et dans leur 
localisation au niveau du chromosome (Brown et al., 1990).  
 
1.3 La fonction de protection du chromosome par le télomère 
 
Les extrémités chromosomiques chez les eucaryotes, du fait de la linéarité des 
chromosomes, peuvent être reconnues comme une cassure double brin de l’ADN (DSB) par 
la cellule (Dewar et Lydall, 2012). Chez S. cerevisiae, la génération d’un DSB va conduire 
à l’activation des protéines de la cascade des points de contrôle. L’activation des protéines 
de point de contrôle est dépendante de deux voies différentes, la voie inhérente à la protéine 
kinase Tel1 et la voie inhérente à la protéine kinase Mec1 (Rouse et Jackson, 2002; 
Harrison et Haber, 2006; Finn et al., 2012). Tel1 et Mec1 sont les homologues d’ATM 
(ataxia telangiectasa mutated) et d’ATR (ataxia telangiectasa and Rad3 mutated) chez 
l’humain. Ces deux protéines kinases sont capables de lier des télomères très courts, mais y 
assurent des fonctions différentes (Hector et al., 2007, 2012; Sabourin et al., 2007; 
Abdallah et al., 2009; Mcgee et al., 2011). L’activation de la cascade des protéines de point 
de contrôle entraîne un arrêt du cycle cellulaire permettant la mise en place des mécanismes 
de réparation de l’ADN. Chez S. cerevisiae, les deux mécanismes de réparation principaux 
sont la réparation par la recombinaison homologue (HRR) et la réparation basée sur une 
ligation directe entre les deux extrémités de la cassure que l’on nomme NHEJ 
(Nonhomologous end-joining) (Krogh et Symington, 2004; Daley et al., 2005; Hefferin et 




partie de l’introduction. Un autre mécanisme de réparation est également très important, il 
s’agit du mécanisme de BIR (Break-Induced Replication). Ce mécanisme est basé sur 
l’utilisation de la recombinaison homologue et intervient durant la phase de réplication 
pour assurer le redémarrage des fourches de réplication effondrées (Lydeard et al., 2010). 
L’arrêt de la fourche de réplication peut en effet conduire à la génération d’une cassure 
double-brin ne présentant qu’une seule extrémité. Ce type de DSB à une seule extrémité 
peut être pris en charge par le mécanisme de BIR afin d’être réparé. Il est également 
nécessaire à la génération de survivants post-sénescences lorsque la télomérase n’est pas 
fonctionnelle. L’application des mécanismes de HRR et de NHEJ au télomère peut avoir 
des conséquences dramatiques pour la cellule, puisqu’ils vont favoriser la fusion entre 
chromosomes entraînant une instabilité du génome. Le maintien de l’intégrité du télomère 
est donc essentiel pour contrer ce type d’accidents. Pour cela, le télomère arbore plusieurs 
fonctions de protection qui sont notamment assurées par les protéines qui lui sont liées 
(figure 2), et qui sont détaillées dans la partie qui suit. 
 
 
Figure 2. Fonction de protection des télomères. 
Le télomère se définit par sa structure nucléoprotéique qui est essentielle à la protection du 
chromosome contre l’arrêt du cycle cellulaire, des évènements de dégradation, comme la 
résection par des nucléases, qui serait propice à la mise en place de mécanismes de 
réparation à l’extrémité chromosomique, comme la NHEJ ou bien la HRR. Ces évènements 
conduiraient in fine à des fusions inter et intra chromosomiques néfastes à l’intégrité du 
génome. 
 
En plus de la présence de protéines, il a été montré chez certains organismes que le 






protection de l’extrémité chromosomique. Chez les cellules de mammifères par exemple, le 
télomère forme une structure en boucle nommée T-loop (Griffith et al., 1999). Cette 
structure est rendue possible grâce à l’invasion de l’extrémité simple brin 3’ à l’intérieur du 
duplex d’ADN en amont. Chez la levure, la présence d’une telle structure n’est pas 
clairement définie. L’extrémité 3’ simple brin chez cet organisme étant très courte (10-
15 nt), il parait peu probable que le télomère puisse former une structure comparable, mais 
formerait plutôt un repliement de la partie télomérique sur la région sous-télomérique. Ce 
repliement serait dépendant d’interactions protéines-protéines impliquant la protéine Rap1, 
le complexe Sir et les protéines histones (Strahl-Bolsinger et al., 1997; Pryde et Louis, 
1999; de Bruin et al., 2001; Marvin, Becker, et al., 2009) (figures 3 et 4). 
 
1.4 Nature protéique des extrémités des chromosomes 
 
L’extrémité du chromosome se distingue du reste du génome par la nature des 
protéines qui lui sont associées. Le génome est en général lié par des protéines histones 
formant une structure nucléosomale. Les niveaux d’acétylation et de méthylation 
soumettent la chromatine à des niveaux plus ou moins élevés de condensation en fonction 
de la région du génome. En plus de la nature des séquences répétées qui les constituent, le 
télomère et la partie sous-télomérique vont différer du fait des protéines qui sont liées à ces 
séquences. Ces protéines vont assurer un certain nombre de fonctions au télomère et à la 
région sous-télomérique, ces fonctions sont en général essentielles à la stabilité du génome. 
 
1.4.1 Structure protéique de la région sous-télomérique 
 
La région sous-télomérique, chez la levure, est constituée de nucléosomes (Wright et 
al., 1992). Les nucléosomes dans les éléments X sont composés d’histones non acétylées, 
caractéristiques d’une chromatine condensée, l’hétérochromatine. À l’intérieur de ces 
éléments sont également liées les protéines Sir, nécessaires à la compaction de la 
chromatine (figure 3). Les protéines Sir seront décrites plus bas. De façon distincte aux 




protéines Sir (Zhu et Gustafsson, 2009). Cependant, il existe une forte variabilité de 
compaction de la chromatine d’une extrémité chromosomique à une autre, mais aussi à 
l’intérieur d’un même élément. Il est possible de trouver des régions de nature 
hétérochromatinienne à l’intérieur d’un élément Y’.  
De plus, chez les mammifères comme chez la levure, les régions sous-télomériques 
sont caractérisées par la présence permanente du variant d’histone γ-H2AX (Kim et al., 
2007; Szilard et al., 2011). Ce variant d’histone est en général présent au niveau de 
cassures double-brin et est un signal pour l’activation des protéines de contrôle et de la 
mise en place des systèmes de réparation de l’ADN. Chez S. cerevisiae, il s’étale sur 
environ 10 kb en amont du télomère alors que chez les mammifères il peut s’étaler sur plus 
de 50 kb. La présence de γ-H2AX de façon constitutive pourrait être imputée au fait que les 
télomères peuvent être reconnus par la cellule comme des DSBs. 
 
1.4.2 Structure protéique du télomère 
 
 Au niveau du télomère, chez S. cerevisiae, un certain nombre de protéines est lié à 
l’ADN double-brin. La protéine Rap1 est directement liée aux répétitions TG1-3, sur 
l’ensemble du double brin télomérique (Conrad et al., 1990; Lustig et al., 1990; Wright et 
Zakian, 1995). La protéine Rap1 (repressor/activator protein 1) est encodée par un gène 
essentiel, c’est-à-dire que la délétion de celui-ci conduit à la non-viabilité de la souche. 
Rap1 en plus de ses fonctions aux télomères, est également un facteur de transcription qui 
lie plusieurs loci chez la levure. Cette protéine est capable de lier environ 20 pb (Gilson et 
al., 1993), on évalue donc un nombre moyen de 15 à 20 molécules de Rap1 par télomère 
(Wright et Zakian, 1995). Rap1 présente plusieurs rôles aux télomères, il est par exemple 
nécessaire au maintien de la longueur des télomères (Conrad et al., 1990; Kyrion et al., 
1992; Lustig et al., 1990), il prévient la fusion entre les télomères (Marcand et al., 2008) et 
il est nécessaire au maintien de la répression des gènes de la partie sous-télomérique 
(Kyrion et al., 1993; Sussel et Shore, 1991). En effet, la transcription des gènes se trouvant 
dans la partie sous-télomérique est en général réprimée : c’est ce que l’on nomme le 




la formation d’hétérochromatine dans la région sous-télomérique. La chromatine des 
éléments X est en général fortement condensée alors que l’élément Y’est lui plutôt exempt 
d’hétérochromatine. 
 Les fonctions de Rap1 sont assurées par la présence d’autres groupes de protéines 
qui vont se lier à la protéine. Le complexe protéique de répression de la transcription Sir 
(silent information regulator) et le complexe protéique Rif (Rap1 interacting factor) se lient 
au C-terminal de la protéine. 
 
Ce dernier est constitué de deux protéines Rif1 et Rif2. Le complexe Rif avec Rap1 
assure notamment le maintien de la taille du télomère. Cette régulation de la taille du 
télomère est dépendante des liaisons de Rif1 et Rif2 avec le domaine C-terminal de la 
protéine Rap1. Un mutant menant à la troncation du C-terminal de Rap1 ou des délétions 
des gènes RIF1 ou RIF2 conduit à un allongement des télomères (Conrad et al., 1990; 
Lustig et al., 1990; Hardy et al., 1992; Kyrion et al., 1992; Wotton et Shore, 1997). 
Il a été montré que l’ajout de copies du domaine C-terminal de la protéine Rap1 conduit à 
un raccourcissement du télomère qui est proportionnel au nombre de molécules ajoutées. 
Ces observations ont permis de proposer un modèle nommé, en anglais, « protein counting 
model » dans lequel l’allongement du télomère par la télomérase est régulé par le nombre 
de protéines Rap1, Rif1 et Rif2 qui sont liées aux télomères (Marcand et al., 1997). Il a de 
plus été montré que Rif1 et Rif2 agissent en synergie sur la régulation de la longueur du 
télomère (Wotton et Shore, 1997). 
Une étude de 2004 (Teixeira et al., 2004) utilisant un essai permettant de mesurer 
l’allongement d’un télomère unique au nucléotide près a montré l’existence de deux états 
télomériques. Un état où le télomère est extensible et un état où le télomère n’est pas 
extensible par la télomérase. La balance entre ces deux états est dépendante de la présence 
des protéines Rif1 et Rif2. Les auteurs de ces travaux ont supposé que les complexes Rap1-
Rif1 et Rap1-Rif2 doivent favoriser la formation d’une structure rendant le télomère non 
extensible par la télomérase. Il pourrait s’agir d’une structure en G-quadruplex, qui est une 
structure connue pour inhiber l’allongement des télomères par la télomérase dans des 
expériences in vitro (Zahler et al., 1991), ou encore d’une structure faisant intervenir le 




Outre leur fonction dans la régulation de la taille des télomères, Rif1 et Rif2 
interviennent aussi en inhibant la dégradation nucléolytique et la NHEJ aux télomères 
(Marcand et al., 2008; Bonetti et al., 2010; Vodenicharov et al., 2010). Elles interviennent 
aussi dans l’inhibition de l’arrêt du cycle cellulaire lié à la reconnaissance d’un télomère 
court comme étant une DSB par la cellule. Cette inhibition repose sur le blocage du 
recrutement des protéines de contrôle Rad9, Mec1 et Rad24 à ces extrémités courtes (Xue 
et al., 2011; Ribeyre et Shore, 2012).  
En plus de ces fonctions aux télomères, la protéine Rif1 a également un rôle dans la 
réparation par HRR aux DSBs (Martina et al., 2014). La protéine Rif1 coopère avec le 
complexe MRX-Sae2 dans l’étape de résection des extrémités de la cassure en inhibant 
l’accès de la protéine Rad9 à la cassure. Rad9 est connue pour être un inhibiteur de la 
résection (Lazzaro et al., 2008). Grâce à son interaction avec la phosphatase Glc7, Rif1 
restreint la réplication en contournant la phosphorylation de la sous-unité Mcm7 du 
complexe MCM par la DDK (Dfb4-dependent kinase). La phosphorylation de Mcm7 est 
nécessaire au recrutement de Cdc45 et du complexe GINS, menant à formation du 
complexe CMG (Cdc45-MCM-GINS) aux origines de réplication qui est requis pour la 
réplication de l’ADN chez S. cerevisiae (Gambus et al., 2006). 
 
Le complexe Sir est nécessaire à la répression de la transcription des gènes situés à 
l’extrémité des chromosomes, mais également à celle des gènes ribosomaux (Smith et 
Boeke, 1997) et des loci sexuels, HM (Abraham et al., 1984; Feldman et al., 1984). Aux 
loci sexuels, la répression de la transcription est assurée par les protéines Sir1, 2, 3 et 4. En 
revanche aux télomères, la protéine Sir1 n’est pas présente (Triolo et Sternglanz, 1996). 
La liaison des protéines Sir s’effectue en cascade depuis le télomère jusque dans la 
partie sous-télomérique, permettant ainsi détendre la répression de la transcription sur 
plusieurs kilos paires de bases dans la région sous-télomérique. Pour cela la protéine Sir4 se 
lie au C-terminal de la protéine Rap1 (Moretti et al., 1994; Moretti et Shore, 2001), 
permettant ainsi le recrutement de la désacétylase, Sir2, qui interagit avec Sir4 (Strahl-
Bolsinger et al., 1997; Imai et al., 2000). Une fois liée, Sir2 va désacétyler la lysine 16 de 
l’histone H4 et la lysine 79 de l’histone H3 sur les nucléosomes voisins. Ces histones 




et al., 1995). Sir4 est à nouveau recrutée via son interaction avec Sir3 (Cockell et al., 1995; 
Moazed et al., 1997), menant à la liaison de Sir2 et à la désacétylation des histones H4 et 
H3 à proximité, s’en suit une cascade de recrutement du complexe Sir, permettant d’étendre 
la répression à la région sous-télomérique (figure 3).  
 
 
Figure 3. Organisation protéique du télomère chez S. cerevisiae 
Chez la levure bourgeonnante, le télomère est organisé sous forme de protéines 
exclusivement non histones. Le double brin télomérique est lié par la protéine de liaison à 
l’ADN Rap1 qui permet le recrutement en son C-terminal des complexes Sir et Rif. 
L’interaction entre Rap1 et le complexe Rif est nécessaire à la régulation de la longueur du 
télomère. La protéine Sir4 est recrutée au C-terminal de Rap1, mais également par le 
complexe yKu. Sa présence va permettre le recrutement de la désacétylase Sir2 aux 
télomères, ainsi que la protéine Sir3, menant à une cascade de recrutement du complexe et 
son expansion dans la région sous-télomérique par sa liaison aux histones H3 et H4. 
L’expansion du complexe mène à la formation de l’hétérochromatine dans la région sous-
télomérique. Le complexe yKu lie le double-brin télomérique afin d’y assurer ses fonctions 
de protections et de recrutement de la télomérase. Le simple-brin 3’ est lié par le complexe 
CST (Cdc13/Stn1/Ten1), nécessaire au capuchon télomérique. Il est proposé que 
l’extrémité télomérique chez la levure forme un repliement sur la partie sous-télomérique. 
Ce repliement serait maintenu par des interactions protéines-protéines, impliquant 






Au télomère, les protéines Sir sont donc recrutées par Rap1 (Gotta et al., 1996; Liu 
et Lustig, 1996; Lustig et al., 1996), mais également par le complexe yKu (Gravel et al., 
1998; Mishra et Shore, 1999), grâce aux interactions entre Sir4 et la sous-unité Yku80 du 
complexe (Roy et al., 2004). Cette interaction doit permettre le même schéma de 
recrutement en cascade que celui décrit avec Rap1. 
 
Le complexe yKu, chez la levure, est constitué de deux sous-unités, Yku70 et 
Yku80 (Feldmann et Winnacker, 1993; Boulton et Jackson, 1996; Porter et al., 1996; 
Gravel et al., 1998), nommées ainsi à cause des poids moléculaires de 70 kDa et 80 kDa de 
leurs homologues humains. Chez S. cerevisiae, le complexe est nécessaire à un certain 
nombre de fonctions du télomère. Il est notamment impliqué au maintien sa taille. Cette 
régulation de la taille du télomère par le complexe est notamment associée au fait que yKu 
interagit avec une tige boucle de 48 nt de la sous-unité ARN de la télomérase, 
Tlc1(Stellwagen et al., 2003). Cette interaction doit être nécessaire au recrutement de la 
télomérase aux télomères. Des mutants pour cette interaction, tels que tlc1Δ48 pour lequel 
la région de la tige-boucle qui lie yKu a été enlevée ou yku80-135i pour lequel le complexe 
yKu ne lie plus Tlc1, affichent des télomères courts, cependant ce raccourcissement n’est 
pas aussi prononcé que chez des mutants yku70Δ ou yku80Δ (Peterson et al., 2001; 
Stellwagen et al., 2003). De plus, une perte du complexe yKu intensifie le phénotype 
observé pour des mutants de la télomérase, il doit donc également réguler la longueur des 
télomères par une autre voie que celle liée à la télomérase (Gravel et al., 1998; Nugent et 
al., 1998; Polotnianka et al., 1998). Le complexe est également nécessaire à la protection 
du télomère contre les dégradations nucléolytiques qui engendrent une résection du brin 5’ 
et une expansion du simple brin 3’ télomérique (Gravel et al., 1998; Polotnianka et al., 
1998). La dégradation nucléolytique mène à un raccourcissement du télomère qui est 
indépendant de la liaison de yKu avec la télomérase. Il en effet été montré chez un mutant 
de la liaison à l’ADN télomérique yku70-R456E qui affecte également l’interaction avec 
Tlc1 qu’une perte de l’éxonuléase Exo1 responsable de la dégradation du brin 5’ chez les 
mutants yku, ne restaurait pas pleinement la longueur des télomères (Lopez et al., 2011). La 




d’inhibiteur de la recombinaison homologue aux télomères pour le complexe (Polotnianka 
et al., 1998). Le complexe est également requis pour l’accrochage des télomères à la 
membrane nucléaire. En effet, des cellules déficientes pour yKu présentent une réduction 
de l’accrochage des télomères à la périphérie nucléaire (Laroche et al., 1998; Hediger et al., 
2002; Stellwagen et al., 2003; Fisher et al., 2004). Enfin, yKu est également nécessaire au 
TPE dans la région sous-télomérique. il a en effet été observé qu’un mutant d’une des deux 
sous-unités menait à une diminution de la répression de la transcription (Boulton et 
Jackson, 1998; Luo et al., 2002). L’ensemble des fonctions de yKu est plus précisément 
décrit à la partie de l’introduction qui lui est consacrée. 
 
Le simple brin télomérique riche en guanines est lié par trois protéines, Cdc13, Stn1 
et Ten1, qui à elles trois forment le complexe CST (Hughes et al., 2000; Lin et Zakian, 
1996; Nugent et al., 1996). La protéine Cdc13 est encodée par un gène essentiel, CDC13 et 
est requise pour la protection de l’extrémité télomérique. Un mutant d’allèle 
thermosensible, cdc13-1, à une température restrictive présente un arrêt du cycle cellulaire 
en phase G2/M dépendant de la protéine de contrôle Rad9 (Weinert et Hartwell, 1993). De 
plus, Cdc13 est également requise pour le recrutement de la télomérase, via son interaction 
avec la sous-unité Est1 de la télomérase (Nugent et al., 1996; Pennock et al., 2001). Les 
trois protéines du complexe CST présentent des similarités structurelles avec RPA 
(Replicative protein A) (Gao et al., 2007; Gelinas et al., 2009) qui est nécessaire à la 
stabilisation du simple brin lors de la réplication de l’ADN. 
 
L’ADN télomérique chez les mammifères est principalement organisé en 
nucléosomes, cependant il est supposé qu’une dualité existe au télomère entre un 
agencement en nucléosomes et un agencement protéique de nature télomérique (figure 4). 
Un certain nombre de protéines qui lient le double brin et le simple brin a en effet été 
identifié. TRF1 et TRF2 lient le double brin de façon spécifique en reconnaissant les motifs 
TTAGGG. Elles ont un rôle primordial dans la protection et le maintien de la longueur des 
télomères via leurs interactions avec les autres protéines du télomère.(Smogorzewska et al., 
2000). C’est le cas de hRap1 qui interagit spécifiquement avec TRF2. Cette protéine est 




de liaison à l’ADN comme chez S. cerevisiae. hRap1 se présente comme un régulateur 




Figure 4. Organisation protéique du télomère chez les mammifères 
Chez les mammifères le télomère est lié par un mix constitué de protéines histones et de 
protéines non-histones. Les protéines TRF1 et TRF2 présentent une liaison directe avec le 
double brin télomérique. TIN2, TPP1 et hRap1 sont liées aux télomères grâce à des 
interactions protéines-protéines impliquant TRF1, TRF2 et POT1 qui lie le simple brin. Le 
télomère forme une structure en T-loop, dans laquelle le simple brin 3’ envahit le duplex 
d’ADN télomérique en amont. Cette structure est stabilisée par des interactions protéines-
protéines et par TRF2. 
 
La protéine TIN2 est associée au télomère grâce à ses interactions avec TRF2 et 
POT1. TPP1 recrute la télomérase aux télomères grâce à son interaction avec la sous-unité 
ARN, TERC, de la télomérase (Ye et al., 2004). 
Enfin, la protéine POT1 lie le simple brin de l’ADN télomérique. POT1 est un 






un régulateur positif. Son activité est dépendante de sa position sur le simple brin 3’et ses 
interactions avec TPP1 (Lei et al., 2004; Wang et al., 2007). 
 
2 Réplication et maintien des télomères 
2.1 Arrêt des fourches de réplication et conséquences 
 
Les télomères sont répliqués à la fin de la phase S par les mécanismes de la 
réplication semi-conservative conventionnelle, mécanisme qui réplique usuellement le reste 
du génome (McCarroll et Fangman, 1988; Raghuraman et al., 2001). Chez S. cerevisiae et 
chez d’autres organismes, tels que les mammifères, le passage de la fourche de réplication 
au travers des répétitions télomériques s’effectue plus lentement que dans le reste du 
génome (Ivessa et al., 2002; Miller et al., 2006; Sfeir et al., 2009; Bah et al., 2011). Le 
ralentissement des fourches de réplication peut conduire à leur arrêt et à la formation de 
DSBs à l’intérieur des répétitions télomériques (Ivessa et al., 2002; Miller et al., 2006; 
Anand et al., 2012; Aksenova et al., 2013). 
Chez les cellules de mammifères, les répétitions télomériques colocalisent a des sites 
de cassure à l’intérieur du chromosome menant à un certain nombre de réarrangements 
chromosomiques (évènements de recombinaison, insertions et/ou délétions de séquences) 
qui peuvent conduire à la formation de cellules cancéreuses ou à des maladies congénitales, 
comme le syndrome de Di-Georges autrement appelé syndrome vélocardiofacial, 
caractérisé par une délétion dans le locus 22q11 du chromosome 22 (Lin et Yan, 2008; 
Aksenova et al., 2013). 
Chez S. cerevisiae, il a été émis l’hypothèse que la nature riche en GC des répétitions 
télomériques du fait de sa capacité à former des structures secondaires hautement stables, 
de type G-quadruplex, serait à l’origine de l’arrêt des fourches de réplication dans les 
répétitions télomériques (Lopes et al., 2011; Paeschke et al., 2011). Cependant, une étude 
visant à déterminer si l’arrêt des fourches était relatif à la présence de GC ou bien à la 
liaison de Rap1 dans les répétitions était réalisée et n’appuyait pas les observations 
précédentes (Makovets et al., 2004). Pour cela, une analyse par gel 2-D des fourches de 




d’une séquence de 360 pb de répétitions télomériques de Tetrahymena (G4T2) a été réalisée. 
Les deux séquences ont chacune été insérées dans le chromosome IV de la levure à 8 kb de 
l’ARS1. Les répétitions télomériques chez le cilié Tetrahymena sont riches en G et forment 
également des structures G-quadruplex. En revanche, elles ne sont pas liées par la 
protéine Rap1 de levure qui reconnait des séquences consensus. Il a été observé, au site 
d’insertion, une augmentation de l’arrêt de la fourche de réplication en présence des 
répétitions TG1-3, mais pas en présence des répétitions G4T2. De plus, une délétion de 
l’extrémité C-terminale de la protéine Rap1, rap1Δc, suffit à diminuer l’arrêt des fourches 
dans les répétitions TG1-3. La délétion du C-terminal de Rap1 diminue probablement 
l’encombrement stérique lié à la liaison des protéines Sir et Rif à cette extrémité. 
Finalement, une délétion du gène SRS2 qui encode pour une hélicase d’ADN nécessaire à 
une réplication efficace au travers des structures G-quadruplex (Kerrest et al., 2009) 
n’affecte pas le passage de la fourche de réplication dans les répétitions TG1-3 (Anand et al., 
2012). L’ensemble de ces observations appuie le fait que la protéine Rap1 agit davantage 
comme une barrière à la réplication au travers des répétitions télomériques chez la levure 
que la nature riche en GC de ces répétitions.  
Aux télomères la synthèse du nouveau brin 3’ à partir du brin parental 5’C est prise 
en charge par la machinerie de réplication du brin précoce de façon continue et la synthèse 
du nouveau brin 5’ à partir du brin parental 3’G est prise en charge par la machinerie de 
réplication du brin retardé de façon discontinue. Lorsque la fourche de réplication rencontre 
une molécule Rap1, elle s’arrête. Cet arrêt de la fourche de réplication conduit à un recul de 
cette dernière et à la formation d’une structure particulière qui est dite en « patte d’oie ». Ce 
type de structures sont particulièrement fragiles et peuvent être exposées à des attaques par 
des nucléases par exemple. Ces attaques par les nucléases va mener à un effondrement de la 
fourche et à la génération d’une coupure double-brin de type « one-sided DSB » c’est-à-






Figure 5. Arrêt de la fourche de réplication aux répétitions TG1-3 
Aux télomères, la synthèse du nouveau brin 5’C (bleu en cours de formation) est prise en 
charge par la machinerie de réplication du brin retardé, qui se fait de façon discontinue. La 
synthèse du nouveau brin 3’G (rouge en cours de formation) est prise en charge par la 
machinerie de réplication du brin précoce de façon continue. Lorsque le complexe de 
réplication arrive à hauteur d’une protéine Rap1, qui est définie dans ce cas-ci comme une 
barrière de la fourche de réplication (RFB : Replication Fork Barrier), le complexe 
polymérases-hélicases s’arrête conduisant à un recul de la fourche. Ce type de structures en 
« patte d’oie » sont particulièrement fragiles et peuvent être notamment exposées à des 
attaques par des nucléases (triangle noir) conduisant à des cassures de type « one-sided 
DSB ». 
 
La progression normale des fourches au travers des répétitions télomériques est 
soutenue par un certain nombre de facteurs. Les hélicases d’ADN Rrm3 et Pif1 sont 
nécessaires à une réplication efficace des répétitions télomériques. La délétion des gènes 
encodant ces deux hélicases mène à une augmentation de l’arrêt de la fourche (Ivessa et al., 
2002; Makovets et al., 2004; Azvolinsky et al., 2009; Anand et al., 2012). De même que la 
délétion du gène SML1. SML1 encode pour un inhibiteur de réductases de ribonucléotides, 
sa délétion entraîne une dérégulation de la production de dNTP, qui doit donc altérer l’ajout 
de dNTP lors de la réplication et conduire à un arrêt des fourches. Finalement la délétion du 
gène TOF1, est responsable d’une diminution de l’arrêt des fourches. La protéine Tof1 





réplication. Ce complexe est connu pour être nécessaire à un arrêt normal des fourches aux 
barrières à la réplication (Anand et al., 2012).  
 
L’ensemble de ces observations démontre qu’une réplication efficace des répétitions 
télomériques est dépendante de plusieurs facteurs, permettant à la fois de contourner les 
barrières à la réplication et de marquer des arrêts des fourches nécessaires au maintien de 
l’intégrité de celle-ci, ce qui est donc essentiel à la stabilité du génome. 
 
2.2 Problème de réplication des fins et la télomérase 
2.2.1 Le problème de réplication des fins chromosomiques 
 
La réplication des télomères, à travers les organismes eucaryotes, est un enjeu crucial 
dans le maintien de l’intégrité du génome et comme précisé précédemment, elle dépend de 
la réplication semi-conservative conventionnelle et d’origines de réplication proches du 
télomère dans la région sous-télomérique. Ce mécanisme consiste en l’action coordonnée 
de complexes d’ADN polymérases qui vont répliquer dans le même temps le brin précoce 
de façon continue et le brin retardé de façon discontinue (Kelly et Brown, 2000; Bell et 
Dutta, 2002). Chez S. cerevisiae, les facteurs de la machinerie de réplication ont été bien 
caractérisés (Gambus et al., 2006). Le complexe de pré-réplication (pre-RC), composé du 
complexe ORC, de Cdc6, Cdt1 et du complexe d’hélicase MCM (Mcm2-7), est assemblé 
aux origines de réplication. Par la suite, Cdc45 et le complexe GINS (Sld5-Psf1-Psf2-Psf3) 
sont recrutés via le complexe MCM, les ADN polymérases sont alors chargées et la 
réplication est initiée. Après une synthèse, initiale d’une matrice ARN de 8 à 12 nt, par la 
polymérase α-primase, les polymérases ε et δ vont répliquer respectivement le brin précoce 
et le brin retardé (figure 5). La réplication du brin retardé se faisant de façon discontinue, 
puisque les polymérases synthétisent l’ADN dans le sens 5’ à 3’, va nécessiter une dernière 







Figure 6. Problème de réplication des fins chromosomiques 
Le télomère est répliqué par la réplication semi-conservative à partir d’une ARS située dans 
la région sous-télomérique. (I) La réplication semi-conservative repose sur la réplication du 
brin précoce de façon continue et du brin retardé de façon discontinue. (II) Au télomère, la 
synthèse du nouveau brin 3’G à partir du brin parental 5’C se fait par la machinerie de 
réplication du brin précoce de façon continue et la synthèse du nouveau brin 5’C à partir du 
brin parental 3’G par celle de la réplication du brin retardé de façon discontinue. (III) À la 
fin de la réplication, les matrices ARN sont enlevées et une étape de ligation est nécessaire 
pour joindre les fragments d’Okazaki entre eux. La réplication continue du nouveau 
brin 3’G engendre une extrémité franche. (IV). Une dernière étape de résection est 
nécessaire pour générer à nouveau une extension 3’ simple brin essentielle à la stabilité du 
télomère. Il résulte de ce processus une perte de répétitions télomériques et donc un 
raccourcissement du télomère à chaque division. Ce raccourcissement est appelé le 
problème de réplication des fins. 
 
Aux télomères, la synthèse du nouveau brin 3’ étant réalisée de façon continue par la 
machinerie de réplication du brin précoce, la synthèse de l’ADN se fait jusqu’à l’extrémité 






du nouveau brin 5’ est réalisée de façon discontinue par la machinerie de réplication du brin 
retardé via plusieurs matrices ARN. La plus distale est enlevée après la réplication, un trou 
de 8 à 12 nt à l’extrémité 5’ est formé, générant ainsi une extrémité simple brin 3’. 
L’extrémité 3’ simple brin riche en G est essentielle à stabilité du chromosome, il est donc 
nécessaire qu’interviennent une étape post-réplicative permettant la dégradation de 
l’extrémité 5’ après la synthèse du nouveau brin 3’ (Wellinger et al., 1996). La dégradation 
du brin 5’ est assurée par l’hélicase Sgs1 et l’endonucléase Sae2 (Huertas et al., 2008; 
Bonetti et al., 2009). À la fin de la réplication, le produit est plus court que le télomère 
initial, ce raccourcissement de l’extrémité des chromosomes après la phase de réplication 
est nommé le problème de réplication des fins (Lingner et al., 1995) (figure 6). 
 
2.2.2 La télomérase 
 
Le problème de réplication des fins est résolu grâce à l’action d’une enzyme 
ribonucléoprotéique, la télomérase. La télomérase a été décrite pour la première fois dans 
les années 80 chez le cilié Tetrahymena thermophila (Greider et Blackburn, 1985). Cette 
étude a mis en évidence l’existence d’une activité de type transférase, permettant l’ajout de 
séquences télomériques à des matrices télomériques in vitro, permettant ainsi une 
élongation de ces séquences reposant sur une activité enzymatique. C’est deux ans plus tard 
que le même groupe nomme la ribonucléoprotéine, la télomérase (telomere terminal 
transferase) (Greider et Blackburn, 1987). Une sous-unité ARN (TER) et plusieurs 
composantes protéiques sont requises pour l’activité de la télomérase, en particulier la sous-
unité TERT, une transcriptase inverse qui est la sous-unité catalytique de la télomérase. 
Chez la levure bourgeonnante, la télomérase se définit par 4 sous-unités protéiques 
principales, Est1, Est2, Est3 et Cdc13, et une sous-unité ARN, Tlc1, nécessaires à l’activité 
de la télomérase. Tlc1 sert de matrice ARN à l’activité de la télomérase et a initialement été 
décrite en 1994 (Singer et Gottschling, 1994). Est1 est un facteur de régulation de la 
longueur des télomères qui est associé à Tlc1. Cette sous-unité a initialement été identifiée 
dans une analyse de mutants présentant des défauts de fonctions télomériques (Lundblad et 
Szostak, 1989) et elle interagit directement avec Tlc1 via une structure en tige-boucle (Seto, 




pseudonœud (Lin et al., 2004), elle est essentielle à l’activité catalytique de l’enzyme. Est2 
et Est3 ont été identifiées grâce à une analyse similaire à celle ayant permis de caractériser 
Est1 (Lendvay et al., 1996). Est3 n’interagit pas directement avec Tlc1, mais présente des 
interactions avec Est1 et Est2 (Tuzon et al., 2011) (figure 7). L’analyse précédente avait 
également permis d’identifier un quatrième gène EST4, qui s’avéra finalement être Cdc13 
(Nugent et al., 1996). Contrairement à Est1, Est2 et Est3, Cdc13 ne présente pas 
d’interaction avec Tlc1, mais est nécessaire au recrutement de la télomérase en fin de phase 
S via ses interactions avec la sous-unité Est1 (Qi et Zakian, 2000; Pennock et al., 2001; 
Chan et al., 2008). Des mutants, TLC1, ETS1, EST2, EST3 ou CDC13 mènent à une perte 
de l’activité de la télomérase, entraînant une perte inexorable du télomère et conduisant la 
cellule à la sénescence. De plus d’autres groupes de protéines sont également associés à 
Tlc1. Le complexe yKu, comme cela a déjà été décrit plus haut est associé sur 48 nt d’une 
tige boucle de l’ARN et semble être nécessaire au recrutement de la télomérase aux 
télomères, mais aussi pour la localisation des télomères à la membrane nucléaire 
(Stellwagen et al., 2003; Fisher et al., 2004; Gallardo et al., 2008). L’heptamère de 
protéines Sm est également associé à Tlc1, à une courte séquence simple-brin à son 
extrémité 3’ (Seto et al., 1999) (figure 7). Très récemment, un autre groupe de protéines a 
été identifié comme étant associé à l’ARN de la télomérase. Il s’agit de la protéine Pop1 et 
de l’hétérodimère Pop6/Pop7 (Lemieux et al., 2016) (Figure 7). Ces trois protéines ont 
initialement été identifiées comme étant des composantes de la RNase P et de la RNase 
MRP qui sont notamment nécessaires à la maturation des ARN de transfert et des ARN 
ribosomaux (Esakova et Krasilnikov, 2010). Pop6 et Pop7 interagissent avec le domaine P3 
des sous-unités ARN de la RNase P et de la RNase MRP qui sont respectivement Rpr1 et 
Nme1. Le domaine P3 est une structure de type hélice-boucle-hélice. Dans cette étude il a 
été montré que Pop1, Pop6 et Pop7 se lient à Tlc1 via un domaine initialement nommé 
TeSS (Telomerase-stimulating structure) (Laterreur et al., 2013). Ce domaine est 
structuralement similaire au domaine P3 des ARN Rpr1 et Nme1. Il a également été montré 







Figure 7. Structure de la télomérase chez S. cerevisiae 
Cette figure représente la structure secondaire de l’ARN de la télomérase Tlc1 ainsi que les 
protéines qui y sont associées, Est1, Est2, Est3, Pop1, Pop6, Pop7, l’heptamère Sm et le 
complexe yKu. Adapté avec l’autorisation de (Lemieux et al., 2016). 
 
Pour contourner le problème de réplication des fins lié à la réplication semi-
conservative, la télomérase prend en charge l’élongation du simple brin 3’ riche en G. 
L’extrémité est utilisée comme matrice via son interaction avec l’ARN Tlc1. Le brin 
complémentaire 5’ riche en C est synthétisé par la machinerie de réplication du brin retardé 
(Zakian, 1995; Greider, 1996). 
Chez les mammifères, l’ajout de répétitions télomériques par la télomérase, dans les 
cellules souches et les cellules cancéreuses, est également essentiel pour contourner le 
raccourcissement des télomères suite à leur réplication. La télomérase chez l’humain est 
constituée d’une sous-unité transcriptase inverse, TERT, et d’une sous-unité ARN, TERC. 
Ces deux sous-unités s’assemblent avec d’autres protéines sous forme d’un complexe actif. 
(Cech, 2004; Collins, 2008; Palm et de Lange, 2008; Artandi et DePinho, 2010; O’Sullivan 







La plupart des cancers chez l’humain sont liés à un allongement des télomères par 
une réactivation de la télomérase. Cependant, dans certains cas de cancer, la télomérase 
n’est pas réactivée et les télomères sont maintenus par des systèmes alternatifs dépendants 
des mécanismes de recombinaison homologue (Dunham et al., 2000). Chez la levure, 
lorsque la télomérase est absente, certaines cellules sont également capables de maintenir 
leurs télomères par des mécanismes de recombinaison homologue. Ces cellules sont 
nommées les survivants. 
 
2.3 Alternative à la télomérase : les survivants 
 
Des mécanismes alternatifs au maintien des télomères par la télomérase existent. 
Ces mécanismes sont basés sur l’utilisation de la recombinaison homologue par la cellule 
(Lundblad et Blackburn, 1993; Dunham et al., 2000). Dans la plupart des cellules humaines 
normales, les télomères raccourcissent à chaque division cellulaire, limitant ainsi le nombre 
de réplications. Cependant dans les cellules souches ou les cellules cancéreuses, les 
télomères sont maintenus par la télomérase (Colgin et Reddel, 1999). En l’absence de la 
télomérase, il a été observé que 10 % des cellules cancéreuses maintenaient la taille de leurs 
télomères par un mécanisme alternatif nommé ALT (Alternative Lenghtening of telomeres) 
(Bryan et al., 1995). Ce mécanisme utilise la recombinaison homologue pour allonger les 
télomères (Dunham et al., 2000). 
 
Chez la levure, un phénomène similaire est observé. Le maintien des télomères par 
la recombinaison homologue était initialement décrit chez des cellules où le gène EST1 
était absent. Malgré l’absence d’activité télomérase dans ces cellules, une portion d’entre 
elles, sortait de la sénescence (Lundblad et Blackburn, 1993). En effet, des mutants de l’une 
des composantes de la télomérase (Askree et al., 2004) sont caractérisés par un 
raccourcissement des télomères. Lorsque l’un des télomères de la cellule atteint une taille 
critique de 100 pb, la cellule entre en crise, menant à un arrêt du cycle cellulaire dépendant 
de Mec1 (Lundblad et Szostak, 1989; Enomoto et al., 2002) et finalement à la sénescence. 
La sénescence se produit environ 50 à 100 générations après l’inactivation de la télomérase 




Gottschling, 1994). Une petite portion de cellules est capable de s’extraire de la sénescence 
et de maintenir leurs télomères par recombinaison homologue (HR), on les nomme les 
survivants post-sénescence ou plus couramment les survivants. Une délétion du 
gène RAD52, essentiel à la HR, conduit à une élimination des survivants. De plus, les 
survivants requièrent aussi l’intervention de la Pol32 (figure 8); une sous-unité de la 
polymérase δ; suggérant que le mécanisme de recombinaison intervenant dans leur 
génération nécessite la réplication (Lydeard et al., 2007). Le mécanisme en question est le 
mécanisme de BIR (Break Induced Replication). Ce mécanisme a initialement été identifié 
dans la réparation des fourches arrêtées ou cassées, où il permettait le redémarrage de la 
fourche (Lydeard et al., 2010). Il existe deux mécanismes de BIR, le premier est dépendant 
de Rad51. Rad51 permet l’échange entre les brins homologues lors de la HR. Le 
mécanisme de BIR dépendant de Rad51 fait intervenir d’autres facteurs, comme Rad54, 
Rad55 et Rad57. Le deuxième mécanisme de BIR est indépendant de Rad51 et fait 
intervenir le complexe MRX (Mre11-Rad50-Xrs2), Rad59 et Tid1 (Signon et al., 2001). 
Les survivants vont se distinguer en deux types par l’utilisation de l’un ou l’autre des deux 
mécanismes. Les survivants de type I utilisent le BIR dépendant de Rad51 et les survivants 
de type II utilisent le BIR indépendant de Rad51 (figure 8) (Chen et al., 2001; Le et al., 
1999). Les détails mécanistiques des deux mécanismes de BIR ne sont pas entièrement 






Figure 8. Maintien des télomères par recombinaison homologue : les survivants 
Au cours des divisions cellulaires, le télomère va raccourcir à chaque étape de réplication, 
ce phénomène est appelé le problème de réplication des fins. Chez S. cerevisiae, l’activité 
de la télomérase contourne ce problème et contribue à l’allongement du télomère. Lorsque 
la télomérase est absente, les télomères raccourcissent et atteignent une taille critique pour 
la cellule (~ 100 pb) qui va alors entrer dans la phase dite de crise. Cette phase de crise 
intervient en général entre 50 et 100 générations après l’inactivation de la télomérase et 
mène la cellule à la sénescence. Une petite quantité de cellules est capable de s’extraire de 
la sénescence et acquière un maintien de ses télomères par un mécanisme alternatif basé sur 
l’utilisation de la recombinaison homologue (dépendant de Rad52) et de la réplication 
(dépendant de Pol32). Les cellules capables de maintenir leurs télomères par ce mécanisme 
alternatif sont nommées « survivants ». On distingue les survivants de type I dépendant de 
RAD51, RAD54, RAD55 et RAD57, caractérisés par une amplification des éléments Y’ et de 
courts télomères des survivants de type II dépendant du complexe MRX, de RAD59 et de 
SGS1. Ces derniers sont caractérisés par de très longs télomères instables. Adapté avec 







2.3.1 Les survivants de type I 
 
Les extrémités chromosomiques des survivants de type I présentent une 
amplification des éléments Y’ dans leur partie sous-télomérique et des télomères très courts 
avec une taille de 50 à 150 pb (Lundblad et Blackburn, 1993; Larrivée et Wellinger, 2006). 
Ils sont également caractérisés par la présence de molécules extra chromosomiques 
circulaires portant des éléments Y’, qui doivent servir de substrats pour la recombinaison 
(figure 8) (Larrivée et Wellinger, 2006). De plus l’amplification des éléments Y’ peut 
s’expliquer par des évènements de recombinaison entre les répétitions télomériques TG1-3 
du télomère court et les répétitions télomériques TG1-3 aux ITS entre deux éléments Y’ 
(Louis et al., 1994) ou encore par des évènements de recombinaison entre les éléments Y’ 
eux-mêmes. Enfin, il a été supposé que les éléments Y’ pouvaient se déplacer par 
transposition d’un télomère à un autre (Maxwell et al., 2004). 
 
2.3.2 Les survivants de type II 
 
Contrairement aux survivants de type I, les survivants de type II présentent un 
télomère extrêmement allongé pouvant atteindre plus de 10 kb (Lundblad et Blackburn, 
1993; Teng et Zakian, 1999; Teng et al., 2000). Les télomères, chez ce type cellulaire, ne 
sont pas stables, ils raccourcissent progressivement et subissent des évènements 
d’allongement caractéristiques d’amplifications par le mécanisme de RTE 
(Recombinatorial Telomere Elongation) qui dérive des mécanismes de BIR. Comme les 
types I, les types II sont également caractérisés par la présence de molécules extra 
chromosomiques circulaires, portant cette fois des répétitions TG1-3 (figure 8) (Larrivée et 
Wellinger, 2006). 
 
La génération de survivants de type I est plus fréquente que celle de type II (Teng et 
al., 2000). Cependant, les survivants de type I présentent une croissance très lente, 
probablement expliquée par leurs télomères courts, et finissent par être convertis en type II. 
Ce phénomène est particulièrement observable en culture liquide, où les types II ont 




3 Le complexe Ku 
 
Le complexe Ku est un hétérodimère très bien conservé chez les eucaryotes, 
notamment de l’humain à la levure. L’analyse de ses modes de liaison à la chromatine et de 
sa structure, qui seront décrits ci-après, ont permis de mieux comprendre ses nombreux 
rôles dans la réparation via la NHEJ et également dans le maintien du télomère. 
 
3.1 Découverte et caractéristiques 
 
Le complexe Ku a initialement été identifié dans les années 1980, chez l’humain 
comme étant un autoantigène.  Il était trouvé dans le sérum d’un patient souffrant de 
polymyosite, une maladie rare des tissus connectifs, se traduisant par une inflammation et 
une dégénérescence des fibres constituant les muscles squelettiques. À partir d’une banque 
de sérums de 330 patients japonais présentant diverses maladies des tissus connectifs, le 
complexe était caractérisé par la présence dans le sérum d’anticorps particuliers 
reconnaissant l’antigène d’une protéine nucléaire de haut poids moléculaire. L’autoantigène 
reconnu par les anticorps était nommé Ku, en référence aux deux premières lettres du nom 
du patient chez lequel il avait été originellement trouvé et l’anticorps était nommé anti-Ku 
(Mimori et al., 1981). 
 
Des expériences d’immunoprécipitation, avec l’anticorps anti-Ku, à partir d’extrait 
d’acides nucléiques et d’acides aminés, radiomarqués avec du [32P]orthophosphate et du 
[35S]méthionine respectivement, ont montré par la suite que l’autoantigène était en fait une 
protéine non-histone de liaison à l’ADN, constituée de deux sous-unités de 70 et 80 kDa 
(Francoeur et al., 1986; Mimori et al., 1986). La même année, des précisions ont été 
apportées concernant la liaison du complexe à l’ADN, grâce à une expérience d’essai sur 
filtre de nitrocellulose, consistant en l’étude de la rétention d’un acide nucléique par une 
protéine. L’expérience a été réalisée en utilisant le complexe Ku purifié, un fragment 
double brin d’ADN marqué avec du [γ-32P]-ATP, ainsi que des acides nucléiques non 
marqués comme compétiteurs. Seuls les ajouts du fragment double-brin d’ADN issu de 




considérablement la rétention du fragment radiomarqué. L’ajout d’un complexe hybride 
ADN-ARN, d’un oligonucléotide ou encore du plasmide pBR322 non linéarisé, diminuait 
peu ou pas du tout la rétention, montrant ainsi que le complexe Ku interagissait 
spécifiquement avec les extrémités libres de l’ADN double-brin (Mimori et Hardin, 1986). 
Cette liaison est en outre indépendante de la nature de l’extrémité, Ku étant capable de lier 
des extrémités franches, comme des extrémités simple brin 3’ ou 5’ (de Vries et al., 1989). 
C’est en 1992, grâce à une expérience de retard sur gel, que l’équipe du docteur John 
Hardin a montré que le complexe est un hétérodimère strict et que sa formation est 
absolument dépendante à sa liaison avec l’ADN (Griffith et al., 1992). Ils ont de plus 
confirmé que cette liaison est indépendante de la séquence ADN, puisque le complexe est 
capable de se lier indifféremment à des extrémités issues de diverses coupures par des 
enzymes de restriction avec la même intensité (Blier et al., 1993). 
 
Le domaine de la recherche sur le complexe Ku va être marqué dans les années 90 
par la découverte d’un homologue au complexe chez S. cerevisiae. En 1993, l’équipe du 
docteur Ernst Winnacker identifie et purifie une protéine de liaison à l’ADN qui sera 
nommée HDF (high affinity DNA-binding) (Feldmann et Winnacker, 1993). La protéine 
est initialement décrite comme étant un hétérodimère, constitué d’une sous-unité de 70 kDa 
et d’une sous-unité de 85 kDa, capable de lier spécifiquement et indépendamment de la 
séquence les extrémités d’ADN double-brin. Le séquençage de la séquence d’acides aminés 
du polypeptide de 70 kDa montre une petite, mais significative homologie avec la sous-
unité Ku70 de l’hétérodimère chez l’humain. Par la suite, le second polypeptide, nommé 
Hdf2, était lui aussi séquencé et présentait de fortes homologies avec la séquence d’acides 
aminés de la sous-unité Ku80 chez l’humain (Feldmann et al., 1996). 
 
3.2 Structure du complexe 
 
La structure cristallographique du complexe Ku lié à l’ADN chez les mammifères a 
été déterminée en 2001 par la méthode de MAD (Multiple-wavelenght Anomalous 
Diffraction), une technique reposant sur la diffraction des rayons X (figure 9) (Walker et 




topologiques leur permettant de former une structure quasi symétrique en forme d’anneau 
qui va pouvoir se lier aux extrémités libres du double-brin d’ADN en glissant sur celle-ci. 
Les fortes homologies entre les deux protéines et cette structure symétrique 
supportent l’hypothèse que les deux sous-unités devaient de façon ancestrale former un 
homodimère. Les deux sous-unités ont en commun trois structures. La première structure, 
en N-terminal est un domaine α/β, qui se définit par un enchaînement de feuillets β 
encapsulés dans des hélices α qui sont à la surface du domaine. La seconde structure est un 
domaine en tonneau, constitué de feuillets β, qui participe au contact entre les deux 
molécules de l’hétérodimère. La troisième structure commune aux deux sous-unités est un 
bras C-terminal hélicoïdal (figure 9). Le complexe lie l’ADN sans aucun contact direct 
entre l’hétérodimère et les acides nucléiques (Dynan et Yoo, 1998) et ceci dans une 
orientation préférentielle plaçant ainsi la sous-unité Ku70 de façon proximale et la sous-
unité Ku80 de façon distale à l’extrémité de l’ADN (Yoo et al., 1999).  
 
 
Figure 9. Structure cristallographique du complexe Ku lié à l’ADN. 
A Vue du dessous. La molécule Ku70 est en rouge et la molécule Ku80 est en jaune. La 
double hélice est représentée en gris. Les trois structures décrites dans le texte sont 
indiquées par des traits noirs sur Ku70; le domaine α/β N-terminal, le domaine en tonneau 
formé de feuillets β et le bras C-terminal hélicoïdal. B Vue de côté. Les lignes noires 
indiquent l’axe de symétrie. Adapté avec l’autorisation de (Walker et al., 2001). 
 
Chez S. cerevisiae, la structure cristallographique du complexe yKu n’a jamais été 
établie, cependant des alignements de séquences des deux sous-unités ont prédit l’existence 





même étude, à travers une expérience de mutagenèse sur les deux sous-unités de la levure a 
conforté l’hypothèse de l’existence d’une polarité dans la liaison du complexe, montrant 
également que la sous-unité Yku70 était proximale à l’extrémité de l’ADN et la sous-
unité Yku80 était distale. Dans cette étude, l’utilisation de mutants d’allèles affectant 
spécifiquement l’hélice α-5 de Yku70 et l’hélice α-5 de Yku80 a montré que lorsque yKu 
est lié à l’ADN double-brin, la sous-unité Yku70 assure la fonction de NHEJ du complexe 
et la sous-unité Yku80 assure ses fonctions télomériques et notamment l’établissement du 
TPE dans les régions sous-télomériques. Ces observations leur ont permis de proposer un 
modèle de liaison de yKu à la toute fin du télomère, à la jonction entre le double-brin et le 
simple-brin télomérique. Dans ce modèle, la sous-unité Yku70 est dirigée vers l’extrémité 
du télomère et la sous-unité Yku80 est dirigée vers le centromère en direction des régions 
STR, ce qui lui permettrait notamment d’assurer la formation de l’hétérochromatine et donc 
le maintien du TPE. Ce modèle a été nommé le modèle à « deux faces ». 
 
3.3 Les fonctions du complexe Ku 
 
3.3.1 Le complexe Ku dans la réplication 
 
Dans les cellules de mammifères comme chez la levure bourgeonnante, plusieurs 
études font état d’un rôle du complexe Ku lors de la réplication de l’ADN. (Novac et al., 
2001) ont notamment montré par ChIP-seq sur une lignée cellulaire CV-1, des cellules de 
rein de singes, une association du complexe avec deux origines de réplication ors8 et ors12, 
en utilisant des anticorps anti-Ku70 et anti-Ku80. De plus, cette association était 5 fois plus 
forte dans des cellules arrêtées en phase G1/S que dans des cellules en phase G0 et était 
diminuée de 2 fois lorsque les cellules entraient en réplication. Dans cette même étude, un 
essai in vitro de réplication de l’ADN a été était réalisé chez des cellules embryonnaires de 
fibroblastes de souris, mettant en avant une diminution d’environ 70 % de la réplication 





Chez S. cerevisiae, plusieurs groupes de recherche ont mis en évidence un rôle pour 
yKu dans le fonctionnement des origines de réplication tardives qui se trouvent dans les 
régions sous-télomériques en amont du télomère. Les origines de réplication dans les 
régions sous-télomériques sont en général actives à la fin de la phase S (Ferguson et 
Fangman, 1992). Ces origines de réplication tardives apparaissent pour être 
préprogrammées durant la phase G1 (Ferguson et Fangman, 1992; Raghuraman et al., 
1997). En 1992, l’équipe du docteur Eisenberg, met en évidence la liaison d’un complexe 
multiprotéique à l’origine de la réplication tardive de l’ARS121, qui se situe sur le 
chromosome X-R (Estes et al., 1992). Parmi les 3 protéines du complexe, ils nomment 
l’une d’entre elles OBF2 (Origin Binding Factor 2). En 1996, OBF2 est purifiée et 
séquencée, il s’agit en fait d’un hétérodimère homologue de Ku chez l’humain (Shakibai et 
al., 1996). Une étude plus récente (Lian et al., 2011) a montré que des régions se situant à 
80 kb en amont du télomère étaient répliquées précocement dans un mutant yku70Δ. 
Cependant, l’effet du complexe yKu ne semblait pas être lié à une liaison directe de celui-ci 
aux origines de réplication dans ces régions, mais plutôt lié à son rôle dans le maintien de la 
longueur des télomères, puisque lorsque le mutant yku70Δ était associé à un mutant pif1Δ; 
Pif1 étant un régulateur de la télomérase; la longueur du télomère et la programmation de la 
réplication étaient rétablies. Ces observations portent à croire qu’un phénotype télomérique 
court mène à une dérégulation de la programmation de la réplication, cependant un 
mutant rif1Δ entraîne un allongement des télomères et une réplication précoce à ces 
origines. De plus, la programmation des origines ne semble pas associée à la fonction de 
yKu dans le TPE puisqu’un mutant sir3Δ n’affecte que très peu la réplication (Stevenson et 
Gottschling, 1999). Compte tenu de ces résultats, un maintien général de la taille des 
télomères est nécessaire à une réplication de ces régions en fin de phase S et le mode 









3.3.2 NHEJ : mode de réparation des DSBs dépendant de Ku 
 
3.3.2.1 Les DSBs 
 
Chez les eucaryotes, les cellules peuvent être exposées à un nombre important de 
dommages. Les DSBs sont certainement l’un des dommages les plus toxiques pour la 
cellule, leur réparation est donc cruciale pour le maintien de l’intégrité du génome. 
Plusieurs mécanismes peuvent être à l’origine de DSBs, incluant des traitements par des 
radiations ionisantes (IR); par des agents chimiques, comme l’hydroxyurée (HU); par des 
agents organiques, comme le méthanesulfonate (MMS); ou encore des contraintes 
mécaniques, comme l’arrêt des fourches de réplication qui conduisent à des cassures. Les 
DSBs peuvent aussi être des intermédiaires essentiels durant des évènements de 
recombinaison prévus se produisant durant la méiose par exemple. 
 
3.3.2.2 Les mécanismes de réparation des DSBs 
 
Pour gérer ces DSBs, la cellule peut utiliser plusieurs modes de réparation. Le 
premier mécanisme est la NHEJ qui consiste en la ligation directe entre les deux extrémités 
de la cassure, elle intervient également dans la recombinaison site spécifique V(D)J des 
immunoglobulines (Chu, 1996; Jeggo et al., 1995). La NHEJ est présente durant tout le 
cycle cellulaire, mais est dominante en phase G1 et en phase G2 (Karanam et al., 2012; 
Chiruvella et al., 2013).  
Le deuxième mécanisme dominant chez les eucaryotes est la réparation par la 
recombinaison homologue (HRR), ce mécanisme prédomine en phase S et en phase G2, 
lorsque l’utilisation des chromatides sœurs comme matrice ADN est possible (Karanam et 
al., 2012).  
Deux autres mécanismes beaucoup moins précis que les deux précédents peuvent 
également intervenir, mais peuvent conduire à des réarrangements génomiques. Le premier 
de ces mécanismes est nommé SSA (Single Strand Annealing), ce mécanisme mène à de 




Le deuxième mécanisme et la alt-EJ, qui à l’instar de la NHEJ est un mécanisme basé 
sur la liaison des extrémités des cassures. Ce mécanisme a été identifié chez des cellules de 
levure et de mammifère qui, malgré une déficience en NHEJ, étaient encore capables de 
réparer les DSBs via un mécanisme de liaison directe des extrémités, ainsi que chez des 
cellules de souris où malgré l’absence d’une NHEJ fonctionnelle montraient encore une 
recombinaison V(D)J efficace (Simsek et Jasin, 2010). Ce mécanisme peut mener à des 
translocations entre chromosomes et donc à des réarrangements mutagéniques. 
Le choix entre ces différents modes de réparation va être dépendant de la résection 
des deux extrémités de la cassure (Symington et Gautier, 2011). Une première phase de 
résection va être réalisée par la sous-unité nucléase, Mre11, du complexe MRN (Mre11-
Rad50-Nbs1) chez les cellules de mammifères et du complexe MRX (Mre11-Rad50-Xrs2) 
chez S. cerevisiae (figure 10). Cette première résection va être propice à la mise en place de 
la alt-EJ (Truong et al., 2013). Une seconde phase de résection plus importante cette fois-
ci; assurée par des hélicases et des exonucléases telles que Sgs1, Dna2, Exo1 et Sae2 chez 
la levure (figure 10), WRN, BLM et CtIP chez les cellules de mammifères; va permettre 
d’initier la réparation par la HRR et la SSA (Sturzenegger et al., 2014), (Symington et 
Gautier, 2011). La mise en place de la NHEJ ne nécessite pas de résection des extrémités de 
la cassure.  
 
3.3.2.3 La NHEJ 
 
La NHEJ est un mode de réparation qui est extrêmement bien conservé à travers les 
eucaryotes. Ce mode de réparation fait notamment intervenir le complexe Ku et a été 
identifié pour la première fois dans les cellules de mammifères au milieu des années 90, 
dans lesquelles il est le mode de réparation principal. Outre le complexe Ku, d’autres 
facteurs associés au complexe sont nécessaires à la NHEJ. Parmi ces facteurs, on trouve la 
DNA-PKcs, chez les cellules de mammifères. Il s’agit de la sous-unité de la protéine kinase 
dépendante de l’ADN (Chu, 1997). Ce facteur interagit directement avec le complexe Ku 
(Carter et al., 1990; Lees-Miller et al., 1990) permettant ainsi son recrutement aux DSBs, 
lorsque le complexe Ku est initialement lié à la cassure (Dynan et Yoo, 1998). DNA-PKcs 




kinase présentent en effet une forte sensibilité à des traitements par des agents ionisants qui 
mènent à la création de DSBs (Blunt et al., 1995; Peterson et al., 1995). Lorsque DNA-
PKcs est recrutée à la cassure, elle occupe alors l’extrémité du double-brin et induit le 
déplacement de Ku sur environ 10 pb (Yoo et Dynan, 1999), s’en suit alors une 
juxtaposition des deux extrémités.(DeFazio et al., 2002). Il a été postulé qu’une fois le 
complexe Ku/DNA-PKcs/ADN constitué, la fonction kinase de la DNA-PK est alors active, 
permettant de phosphoryler le complexe Ku et elle-même (Smith et Jackson, 1999).  
La ligation des deux extrémités est assurée par le complexe formé par le 
facteur XRCC4 (X-ray cross-complementing 4) et la ligase ADN IV qui sont ensuite 
recrutés au site de la cassure (Lee et al., 2003). Le facteur XRCC4 a initialement été 
identifié dans des expériences de complémentation, visant à identifier de nouveaux gènes 
impliqués aux DSBs sous traitement avec des agents ionisants. Ces expériences ont permis 
d’identifier trois facteurs, XRCC4, XRCC5 et XRCC7, les deux derniers se sont avérés être 
Ku80 et la DNA-PK (Li et al., 1995). Il est postulé que d’autres facteurs devraient 
intervenir dans le processus de NHEJ chez les mammifères, c’est le cas de la protéine 
Artemis, qui est une 5’-3’endonucléase qui devient active lorsqu’elle est phosphorylée par 
la DNA-PKcs, générant des substrats pour l’ADN ligase IV. De plus, l’action de nucléases 
et de polymérases doit être nécessaire. Il est probable que les polymérases µ et λ, de la 
même famille que la polymérase β (Aoufouchi et al., 2000) et que Pol4 chez S. cerevisiae, 
interviennent lors de la NHEJ (Mahajan et al., 2002; Lee et al., 2003). Enfin une 
polynucléotide kinase phosphatase (PNKP) intervient avant ou après le recrutement de la 
DNA-PKcs, permettant ainsi d’enlever les groupes 3’-phosphate et 5’-OH (Chappell et al., 
2002). 
 
Chez S. cerevisiae, les DSBs sont principalement prises en charge par la HRR ou 
bien par la NHEJ en fonction de la phase du cycle cellulaire dans laquelle se trouve la 
cellule (figure 10). Le mode de réparation par la NHEJ chez la levure est semblable à celui 
des cellules de mammifères. Comme décrit précédemment, le complexe Ku est très bien 
conservé chez les eucaryotes et va donc être ici aussi le premier facteur de la NHEJ à être 






Figure 10. Choix du mode de réparation d’une DSB chez S. cerevisiae 
Lorsqu’une DSB est générée, la cellule va mettre en place des mécanismes de réparation 
pour gérer la cassure. Chez la levure bourgeonnante, le choix entre les deux mécanismes de 
réparation principaux, la HRR et la NHEJ, va être dépendant de la phase du cycle cellulaire 
dans laquelle se trouve la cellule. Suite à la formation d’une DSB, les complexes yKu et 
MRX sont recrutés à chaque extrémité. En phase G2 et S, le complexe MRX avec Sae2 
induisent une première étape de résection qui va conduire au relargage de yKu. Une 
seconde étape de résection est assurée d’une part par Exo1 ou bien par Sgs1 et Dna2. Les 
extrémités 3’ simple brin sont stabilisées par RPA et la HRR est initiée par le recrutement 
de Rad51. La NHEJ prédomine en phase G1. Le complexe MRX n’induit pas de résection, 
yKu reste donc lié, mais sa sous-unité Rad50 est nécessaire à l’alignement des deux 
extrémités de la cassure. Le complexe Dnl4-Lif1-Nej1(non représenté) est recruté et 
participe également à l’alignement des extrémités. Cet alignement génère des trous et des 
« flaps ». Pol4 et Rad27 (non représentées) sont recrutées. Rad27 doit assurer la résection 
des « flaps » et Pol4 le remplissage des trous. Finalement, la dernière étape consiste en la 
ligation des deux extrémités assurées par Dnl4-Lif1-Nej1. 
 
Son recrutement permet la protection des deux extrémités de la cassure contre la 





l’ADN ligase IV, Dnl4-Lif1-Nej1 nécessaire à l’alignement des deux extrémités de la 
cassure (figure 10). Cet alignement est basé sur des microhomologies de séquence et va 
générer des trous et des « flaps ». La protéine Dnl4, autrement appelée l’ADN ligase 4 est 
l’orthologue de la ligase IV chez les mammifères. Elle interagit avec une hélice α du N-
terminal de la sous-unité Yku80. Cette même hélice chez les cellules de mammifères 
interagit avec la DNA-PKcs alors même que celle-ci est absente chez la levure (Gell et 
Jackson, 1999). La protéine Lif1 est quant à elle l’homologue de XRCC4. Nej1 
(Nonhomologous end-joining defective) est un régulateur de la NHEJ et lie Lif1 avec une 
forte affinité (Frank-Vaillant et Marcand, 2001; Wu et al., 2008).  
Le complexe MRX est aussi impliqué dans la NHEJ, en plus de son rôle dans 
l’initiation de la réparation par les mécanismes de recombinaison homologue, alors que le 
complexe MRN n’intervient pas dans la NHEJ chez les cellules de mammifères. Le 
complexe se lie sur chaque extrémité de la cassure, en amont du complexe Ku et participe 
également à l’alignement des deux extrémités via l’activité ATPase de Rad50. Il a par 
ailleurs été montré que des mutants pour l’activité ATPase de Rad50 sont partiellement 
déficients en NHEJ (Chen et al., 2005). La Pol4, de la même famille que les polymérases λ 
et µ, participe également à la NHEJ et est recrutée grâce à son interaction avec Dnl4 (Tseng 
et Tomkinson, 2002). Enfin l’endonucléase Rad27 interagit avec Pol4 et Dnl4-Lif1 (Tseng 
et Tomkinson, 2004). Les activités de Rad27 et Pol4 sont coordonnées pour achever une 
ligation complète (figure 10). 
 
3.3.3 Rôles de Ku aux télomères 
 
En plus de son rôle essentiel dans la réparation des DSBs à travers la NHEJ, le 
complexe Ku est également associé aux télomères et assure des fonctions télomériques chez 
plusieurs espèces (Gravel et al., 1998; Hsu et al., 1999; Riha et al., 2002; Miyoshi et al., 
2003). Chez S. cerevisiae, les rôles de yKu aux télomères ont été très bien décrits. La partie 





3.3.3.1 Implication de yKu dans le maintien des télomères 
 
Le complexe yKu est nécessaire au maintien de la longueur du télomère, une délétion 
des gènes encodant l’une ou l’autre des deux sous-unités conduit en effet à un 
raccourcissement du télomère (Porter et al., 1996). Ce maintien via le complexe implique 
notamment son interaction avec une région nucléotidique de 48 nt de l’ARN de la 
télomérase, Tlc1, qui forme une tige boucle (Stellwagen et al., 2003). En plus de sa 
fonction dans la synthèse de répétitions télomériques, Tlc1 avait également été identifié 
dans le maintien de la chromatine télomérique (Singer et al., 1998), permettant d’identifier 
la région de 48 nt. Ce n’est que plus tard, grâce à une analyse génétique que yKu, 
nécessaire au maintien de la chromatine télomérique, était identifié comme étant un facteur 
de liaison à cette tige-boucle. De plus, une étude de 2004 a montré que le recrutement de la 
télomérase aux télomères durant le cycle cellulaire est dépendant de yKu. En l’absence du 
complexe, une diminution de l’association des sous-unités catalytique et régulatrice, Est2 et 
Est1 avec le télomère, est observable en fin de phase S (Fisher et al., 2004). Le complexe 
yKu intervient également dans la rétention de la télomérase au noyau (Gallardo et al., 
2008). L’ensemble de ces observations laisse supposer qu’un même complexe initialement 
lié au télomère pourrait recruter la télomérase. Cependant, une récente étude a montré que 
la liaison de yKu aux télomères et à la télomérase impliquait le même domaine. En effet, 
une mutation dans le domaine d’interaction de yKu avec l’ADN conduisait dans des 
expériences in vitro, à une diminution de la liaison avec l’ADN, certes, mais également à 
une diminution de l’interaction avec Tlc1 et une réduction de sa localisation nucléaire. Ces 
observations ont conduit à conclure que les liaisons de yKu aux télomères et à Tlc1 étaient 
en fait mutuellement exclusives (Pfingsten et al., 2012). Ce dernier point laisse supposer 
qu’il existerait plusieurs bassins du complexe yKu aux télomères, lui permettant d’assurer 
l’ensemble de ses fonctions. 
 
3.3.3.2 Implication de yKu dans l’organisation nucléaire des télomères 
 
Les télomères sont regroupés ensemble à la périphérie nucléaire (Klein et al., 1992; 




nécessaires à ce regroupement. Des analyses de FISH réalisées avec une sonde Y’ liant à la 
fois les régions sous-télomériques de type Y’ et les répétitions TG1-3, ont montré que les 
télomères étaient regroupés à la membrane nucléaire formant ainsi une distribution en 
anneau sur le contour de celle-ci. Les mêmes analyses effectuées chez des mutants hdf1Δ et 
hdf2Δ présentent une redistribution des foci télomériques, alors dispersés dans le 
nucléoplasme (Laroche et al., 1998). Le rôle de yKu dans l’accrochage des télomères à la 
membrane nucléaire semble être dépendante de deux voies liées à deux protéines 
membranaires différentes. La première est la protéine Esc1 qui permet l’accrochage des 
télomères via sont interaction avec Sir4 qui elle-même est dépendante de l’interaction de 
Sir4 avec Yku80 (Andrulis et al., 2002; Taddei et al., 2004). L’autre protéine membranaire 
est Mps3. Mps3 interagit avec Est1 (Antoniacci et al., 2007) et il a été montré qu’au début 
de la phase S, l’accrochage des télomères à la membrane nécessitait une interaction entre 
Yku80 et Tlc1 (Schober et al., 2009). Par ailleurs, l’organisation des télomères à la 
périphérie nucléaire n’était pas affectée chez un mutant chromatinien, sir3Δ, ni chez un 
mutant affectant la longueur des télomères, tel1Δ, appuyant le fait que le complexe yKu a 
un rôle essentiel dans le regroupement des télomères à la membrane nucléaire et que les 
observations faites ne sont pas inhérentes à d’autres fonctions associées au complexe telles 
que le maintien de la longueur du télomère ou la formation de l’hétérochromatine par yKu 
(Laroche et al., 1998). Une autre étude a également montré que la localisation à la 
périphérie nucléaire des télomères n’était pas corrélée avec le niveau de condensation de la 
chromatine (Mondoux et al., 2007). Cependant, l’accrochage à la membrane nucléaire n’est 
pas dépendante de yKu pour tous les télomères (Tham et al., 2001; Hediger et al., 2002). 
Cette différence peut s’expliquer par la variabilité dans les propriétés des éléments sous-
télomériques, positionnés en amont du télomère , différence qui ne serait pas liée à la nature 
de la chromatine dans ces éléments (Mondoux et Zakian, 2007). 
 
3.3.3.3 Rôle de yKu dans la protection du télomère 
 
Le complexe yKu est également nécessaire à la protection du télomère contre la 
dégradation nucléolytique et contre des évènements de recombinaison menant à des fusions 




À la fin de la réplication du télomère, le brin 5’ riche en C est dégradé afin de générer 
l’extrémité simple brin 3’ riche en G (Wellinger et al., 1996). Cette fin simple brin 3’ est 
générée de la même manière que celle générée durant la prise en charge des DSBs par la 
HRR, alors même que l’une des fonctions du télomère est de protéger les extrémités 
chromosomiques de la réparation de l’ADN. Comme aux DSBs, la résection aux télomères 
permettant de former le simple brin 3’ est dépendante de l’hélicase Sgs1, de 
l’endonucléase Sae2 (Huertas et al., 2008; Bonetti et al., 2009), et aussi du complexe MRX 
(Nugent et al., 1998; Larrivée et al., 2004). De plus, la HRR aux DSBs nécessite une 
extension de la résection du brin 5’ qui va être assurée par l’exonucléase Exo1 et la 
nucléase/hélicase Dna2. Aux télomères, cette seconde étape de résection est inhibée par 
plusieurs facteurs, mais le complexe yKu apparaît comme étant l’inhibiteur essentiel de 
cette résection (Bonetti et al., 2010; Vodenicharov et al., 2010). Il a en effet été montré que 
des mutants ykuΔ présentent un simple brin 3’ riche en G plus long que chez des cellules 
sauvages, et il s’est avéré que ce phénotype est réversible par une délétion du gène codant 
pour l’exonucléase Exo1 (Gravel et al., 1998; Polotnianka et al., 1998; Maringele, 2002). 
De plus, deux études plus récentes ont montré, au travers d’une analyse de mutants pour la 
répression de la recombinaison homologue aux télomères, que la sous-unité Yku80 était 
nécessaire à cette répression et faisait intervenir une liaison du complexe avec les éléments 
X des régions sous-télomériques (Marvin, Becker, et al., 2009; Marvin, Griffin, et al., 
2009). 
 
3.3.3.4 Rôle de yKu dans le maintien de la chromatine télomérique 
 
Le complexe yKu est nécessaire à la formation et au maintien de l’hétérochromatine 
télomérique qui conduit à la répression de la transcription des gènes en amont du télomère, 
dans la région sous-télomérique. 
La répression de la transcription des gènes en amont du télomère, autrement appelée 
le phénomène de TPE, initialement décrite chez la drosophile (Young et al., 1983), a été 
exposée pour la première fois chez la levure en 1990 par l’équipe de la Professeure Virginia 
Zakian dans un système utilisant un télomère tronqué, où le gène auxotrophique URA3 a été 




gène URA3 dans leur génome, sont encore capables de pousser sur un milieu contenant de 
l’acide 5-fluoro-orotique (FOA). En effet le gène URA3 exprime une décarboxylase, 
l’oritidine 5’ phosphate qui permet la conversion du FOA en 5-fluoro uracile, un composé 
toxique qui mène à la mort des cellules. Ces observations ont ainsi révélé que la 
transcription du gène URA3 en amont du télomère est inhibée (Gottschling et al., 1990). Le 
complexe yKu ainsi que les protéines du complexe Sir; Sir2, Sir3 et Sir4; sont essentiels au 
maintien du TPE. Une délétion des gènes SIR2, SIR3, SIR4, YKU70 et YKU80, conduisent 
en effet à une diminution du TPE se traduisant par une absence de croissance des mutants 
sur un milieu FOA dans le système relaté au-dessus (Aparicio et al., 1991; Boulton et 
Jackson, 1998; Gravel et al., 1998). Le complexe yKu participe au TPE en recrutant la 
protéine Sir4 grâce à l’interaction entre celle-ci et la sous-unité Yku80 (Tsukamoto et al., 
1997), conduisant au recrutement de la protéine Sir2 et à la désacétylation des queues 
d’histones H3 et H4. La désacétylation des histones H3 et H4 est un signal de recrutement 
pour Sir3 et Sir4 (Hecht et al., 1995), qui va mener à une cascade de recrutement des 
protéines Sir, permettant ainsi leur progression à l’intérieur de la région sous-télomérique 
sur plusieurs kilos paires de bases et entraînant la formation de l’hétérochromatine (Strahl-
Bolsinger et al., 1997; Hoppe et al., 2002). Comme détaillé dans la première partie de cette 
introduction, le phénomène de TPE n’est cependant pas inhérent seulement au complexe 
yKu, mais dépend également du recrutement des protéines Sir par la protéine Rap1. Il a en 
effet été montré que des mutants rif1Δ et rif2Δ rétablissaient la répression de la 
transcription chez des cellules ykuΔ (Mishra et Shore, 1999). Rif1 et Rif2 sont des 
compétiteurs directs de Sir3 et Sir4 pour la liaison à l’extrémité C-terminale de Rap1, une 
délétion des gènes RIF1 et RIF2 doit donc augmenter la possibilité pour les protéines Sir de 
se lier à Rap1 et donc d’assurer pleinement le TPE grâce à cette voie et de contourner 
l’absence du complexe yKu. 
 
3.3.3.5 La liaison du complexe yKu aux télomères 
 
Malgré les nombreuses fonctions connues et détaillées dans la littérature du 
complexe yKu aux télomères chez la levure, il demeure une énigme autour de son mode de 




Afin d’assurer la NHEJ, le complexe se lie aux DSBs, à chacune des deux 
extrémités de la cassure, sous forme d’un complexe circulaire qui peut glisser comme une 
perle le long d’un fil. Au télomère, le complexe présente notamment une fonction de 
protection contre la dégradation du brin 5’, par des nucléases, qui serait favorable à la mise 
en place potentiellement nuisible de la HRR, mais il est également nécessaire au 
recrutement de la télomérase pour achever la réplication (Porter et al., 1996; Gallardo et al., 
2008). L’ensemble de ses fonctions et son mode de liaison connu aux DSBs ont laissé 
supposer que le complexe devait se lier à la toute fin du chromosome, en reconnaissant le 
double brin télomérique à un moment donné du cycle cellulaire où le double brin n’est plus 
protégé. Cependant, cette hypothèse de liaison basée sur le même mode que celle de la 
NHEJ laisse entrevoir une dualité entre le rôle originel du télomère dans la protection du 
chromosome notamment contre des évènements de réparation comme la NHEJ et la 
fonction clé du complexe dans ce même mécanisme de réparation. Comment yKu peut-il à 
la fois être nécessaire aux fonctions télomériques sans toutefois altérer l’intégrité de 
l’extrémité par la NHEJ ? 
Une hypothèse émise pour répondre à cette question est que le complexe yKu 
arborerait un mode de liaison différent aux télomères, qui résiderait dans une liaison 
protéine-protéine via ses interactions entre sa sous-unité Yku80 et la protéine Sir4 (Hass et 
Zappulla, 2015). Cependant, une étude parue en 2007 basée sur les travaux du laboratoire 
de la Docteure Alison Bertuch laissait part à la possibilité de l’existence d’un modèle de 
liaison à « deux faces » dans lequel le complexe se lierait de la même manière qu’aux 
DSBs (Ribes-Zamora et al., 2007). Ce modèle se base sur les découvertes de 
cristallographie réalisées sur le complexe humain et l’implication de chacune des deux 
sous-unités dans son mode de liaison à l’ADN. À partir de mutagenèses dirigées contre 
Yku70 et Yku80, ils ont montré que l’hélice α-5 du domaine α/β de Yku70 était essentielle 
à la NHEJ et que ce domaine avec le C-terminal de Yku80 étaient orientés vers l’extrémité 
du télomère. À l’inverse, une mutation dans cette même hélice de Yku80, nécessaire au 
recrutement de Sir4 (Mishra et Shore, 1999), annihilait spécifiquement le TPE et d’autres 
mutations dans le domaine α/β altéraient considérablement les fonctions du complexe aux 
télomères. En outre, ce domaine avec le C-terminal de Yku70 sont orientés vers les régions 




que la liaison de yKu aux télomères et sa liaison à l’ARN de la télomérase étaient 
mutuellement exclusives (Pfingsten et al., 2012), laissant entrevoir la possibilité qu’aux 
télomères plusieurs molécules de yKu soient nécessaires pour assurer l’ensemble de ses 
fonctions. 
 
4. La technique de ChEC (Chromatide Endogenous cleavage) in vivo 
 
La majorité des observations faites dans les chapitres 1 et 2 reposent sur l’utilisation 
de la technique de ChEC in vivo, élaborée par l’équipe du professeur Ulrich Laemmli et 
décrite pour la première fois en 2004 (figure 11) (Schmid et al., 2004). 
Cette technique est une méthode de localisation des protéines liées à la chromatine 
dans laquelle les protéines d’intérêts sont fusionnées à la partie enzymatique de la nucléase 
Micrococcale (MN). Cette enzyme est issue de Staphyloccocus.aureus et son activité est 
dépendante de la concentration d’ions Ca2+ dans le milieu. En présence d’une concentration 
adéquate de calcium, elle induit des DSBs entre les nucléosomes, mais aussi à des sites 
déprotégés de la chromatine qui sont donc plus sensibles aux nucléases, ce sont des sites 
HS (hypersensitives) (Telford et Stewart, 1989). Chez S. cerevisiae, le niveau de calcium 
dans le noyau est trop faible pour que la MN soit active de façon constitutive. Le 
fonctionnement du système va donc nécessiter l’ajout d’ions Ca2+, faisant ainsi de cette 
technique, une méthode hautement inductible. 
La protéine d’intérêt est donc fusionnée en son C ou N-terminal à la MN. En 
présence de calcium, la MN va générer des coupures double-brin de la chromatine dans le 
voisinage du site de liaison de la protéine. Il a été montré que a nucléase Micrococcale 
présente une capacité à générer des coupures internucléosomiques, la technique présente 
donc une très bonne résolution de la taille d’un nucléosome, soit environ 150 pb. Cette 
méthode est facilement utilisable avec des techniques d’analyse de l’ADN, comme le 
Southern-blot (figure 11). En absence de calcium, le profil de coupure correspond à celui 
généré entre les deux sites de restriction par reconnaissance avec la sonde radio-marquée 
liée aux loci d’étude (figure 11). En présence de calcium, le profil de coupure est modifié, 
on observe une disparition du fragment initial déjà observé avant l’ajout de calcium et 




proximité du site de liaison de la protéine. La quantification de la taille des fragments 
nouvellement générés permet d’apprécier avec une certaine confiance la position relative de 




Figure 11. Technique de ChEC in vivo 
La technique de ChEC in vivo repose sur l’étude de la localisation sur la chromatine d’une 
protéine d’intérêt fusionnée à la nucléase Micrococcale (MN). 1 La MN induit des coupures 
double-brin de l’ADN. Chez la levure bourgeonnante, l’activité de la MN nécessite l’ajout 
de calcium. La technique de ChEC in vivo est facilement conjugable avec des techniques 
d’analyse de l’ADN comme le Southern-blot. 2. Une fois le ChEC réalisé, l’ADN est 
extrait et digéré par une enzyme de restriction adaptée. SR sur la figure signifie « site de 
restriction » 3. Les fragments d’ADN sont déposés sur gel d’agarose pour être séparés par 
électrophorèse puis ils sont transférés sur une membrane de nitrocellulose qui va être 
hybridée avec une sonde radio-marquée (trait noir avec astérisque). L’observation de la 
génération de nouveaux fragments sous induction de la MN permet de localiser les produits 












L’axe de recherche du laboratoire du professeur Raymund Wellinger est l’étude des 
télomères chez S. cerevisiae. Cela passe par une analyse de leurs fonctions, de leur 
régulation et des protéines qui leurs sont associées.  
Le complexe Ku est un hétérodimère phylogénétiquement très conservé qui est 
associé à de nombreuses fonctions nécessaires au maintien du télomère chez la levure. 
Cependant, ses sites de liaison sur la chromatine ainsi que son mode de liaison à l’extrémité 
du chromosome restent encore mal connues. Au vu de la concomitance qui existe entre son 
rôle dans la NHEJ et ses nombreuses fonctions télomériques (établissement du TPE, 
recrutement de la télomérase, rétention de la télomérase au noyau, accrochage des 
télomères à la membrane nucléaire, protection contre la dégradation nucléolytique et contre 
la recombinaison homologue), nous émettons l’hypothèse que le complexe yKu présente 
plusieurs bassins de liaison aux télomères lui permettant d’assurer ces différentes fonctions. 
Les deux premiers chapitres de cette thèse se basent sur les avantages de la technique de 
ChEC in vivo pour réaliser une analyse de la localisation du complexe aux extrémités 
chromosomiques.  
En l’absence de l’activité de la télomérase, les télomères peuvent être maintenus par 
un mécanisme de recombinaison homologue. Les survivants post-sénescence de type I et II 
maintiennent leurs télomères via ce mécanisme. Les survivants de type I présentent une 
croissance très lente et des télomères courts. Dans le chapitre 3, nous nous sommes donc 
intéressés à la croissance lente de ce type cellulaire et nous avons fait l’hypothèse que leur 
croissance lente pourrait être associée à la courte longueur de leurs télomères, reconnus 
potentiellement comme des DSBs par les mécanismes de points de contrôle et de réparation 






2.1 Chapitre 1 
 
Le premier objectif du chapitre 1 a été d’étudier les positions du complexe yKu aux 
télomères XY’. Pour cela nous avons réalisé des techniques de ChEC in vivo et de ChIP 
(Chromatin ImmunoPrecipitation) en utilisant la protéine fusion Yku70-MN et différentes 
versions alléliques de Yku80 ayant une étiquette Myc, respectivement. 
Le deuxième objectif du chapitre 1 a consisté en l’étude du mode de liaison du 
complexe yKu aux répétitions télomériques : 
 - Liaison indirecte par une interaction protéique de type Yku80-Sir4? 
 - Liaison directe de yKu à l’ADN par son mode de liaison canonique ? 
 
2.2 Chapitre 2 
 
L’objectif du chapitre 2 a été d’étudier les positions du complexe yKu aux télomères 
de type X par ChEC in vivo. Pour cela, il a à nouveau été utilisé la souche exprimant 
Yku70-MN. L’étude a été axée sur deux extrémités télomériques, Tel03-L et Tel01-L. 
 
2.3 Chapitre 3 
 
L’objectif du chapitre 3 a été d’étudier la croissance lente des survivants de type I et 
d’en déterminer les causes, au travers d’analyses de croissance, d’activation de point de 





III CHAPITRE I 
 
KU BINDING ON TELOMERES OCCURS AT SITES DISTAL FROM THE PHYSICAL 
CHROMOSOME ENDS. 
 
Auteurs de l’article: Mélanie V. Larcher, Émeline Pasquier, R. Stephen MacDonald and 
Raymund J. Wellinger 
 





Contribution détaillée au niveau de la rédaction et du travail expérimental : 
 
Travail expérimental : 70 % 
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M.V. Larcher a rédigé une première version de l’article dans sa globalité et. R. J. Wellinger y a 







Le complexe Ku se lie de façon séquence non spécifique aux cassures double-brin de 
l’ADN en formant un anneau autour de la double hélice. Une fois lié, il assure la réparation 
par le mécanisme de la NHEJ. Ku est également connu pour lier physiquement les 
télomères, notamment chez l’humain et la levure. Sa présence est nécessaire à plusieurs 
fonctions du télomère. L’une des fonctions du télomère est de protéger l’extrémité du 
chromosome linéaire contre les systèmes de réparation, la présence de Ku aux télomères 
apparaît donc comme étant paradoxale. La façon dont le complexe Ku discrimine une 
cassure double-brin de l’ADN, d’une extrémité télomérique reste mal connue. Nos résultats 
basés sur l’utilisation des techniques de ChEC in vivo et de ChIP, en utilisant un complexe 
yKu chez S. cerevisiae fusionné à une étiquette MN (nucléase Micrococcale) ou Myc 
montrent que yKu se lie à la jonction télomère-STR et aux ITS. Cette interaction de yKu 
avec les répétitions télomériques se fait via deux modes différents. Le premier dépendant 
d’une interaction protéine-protéine entre Yku80 et Sir4 et le deuxième via une liaison 
directe du complexe avec l’ADN. Nous supposons qu’à ces sites l’hétérodimère Ku dans 
des cellules sir4Δ doit être recruté à des fins d’ADN par son mode de liaison canonique. 
Comme cela a déjà été montré, des fins d’ADN dans les répétitions télomériques peuvent 
être générées suite à un arrêt de fourches de réplication. Un arrêt de la fourche peut 
conduire à la formation d’une cassure de type « one-sided DSB ». Dans cette étude, nous 
proposons donc un modèle dans lequel le complexe yKu devrait lier les cassures de type 
« one-sided DSB » générées après le passage de la fourche de réplication. La liaison du 
complexe yKu devrait être suivie par un redémarrage de la fourche par le mécanisme de 
BIR, indépendant de l’activité nucléolytique de Mre11, ou bien par une élongation du 
télomère par la télomérase. Une fois la réparation effectuée, la protéine Rap1 devrait se lier 
sur le reste des répétitions télomériques proximales à l’extrémité du chromosome, ce qui 








The Ku complex binds non-specifically to DNA breaks and ensures repair via 
NHEJ. However, Ku is also known to bind directly to telomeric DNA ends and its presence 
there is associated with telomere capping, but avoiding NHEJ. How the complex 
discriminates between a DNA break and a telomeric extremity remains unknown. Our 
results using a tagged Ku complex or a chromosome end capturing method in budding 
yeast show that yKu association with telomeres can occur at sites distant from the physical 
end, on sub-telomeric elements, as well as on interstitial telomeric repeats. Consistent with 
previous studies, our results also show that yKu associates with telomeres in two distinct 
and independent ways: either via protein-protein interactions between Yku80 and Sir4 or 
via direct DNA binding. Importantly, yKu associates with the new sites reported here via 
both modes. Therefore, in sir4Δ cells, telomere bound yKu molecules must have loaded 
from a DNA-end, hence, these yKu complexes are loaded onto ends generated near the 
transition of non-telomeric to telomeric repeat sequences. Such ends may be one sided 
DNA breaks that occur as a consequence of stalled replication forks on or near telomeric 
repeat DNA. Altogether, the results predict a new model for a yKu function at telomeres 
that involves yKu binding at one-sided DNA breaks caused by replication stalling. On 
telomere proximal chromatin, this binding is not followed by initiation of homologous 
recombination, but rather by break-induced replication or repeat elongation by telomerase. 
After repair, the yKu-distal portion of telomeres is bound by Rap1, which in turn will 
inhibit the potential for yKu to mediate NHEJ. These results thus propose a solution to a 
long-standing conundrum, namely how to accommodate the apparently conflicting 






The Ku complex binds to and mediates the rejoining of two DNA ends that were 
generated by a double-stranded DNA break in the genome. However, Ku is known to be 
present at telomeres as well. If it would induce end-to-end joining there, it would create 
chromosome end-fusions that inevitably will lead to gross chromosome rearrangements and 
genome instability, common hallmarks for cancer initiation. Our results here show that Ku 
actually is associated with sites on telomeric regions that are distant from the physical ends 
of the chromosomes. We propose that this association serves to rescue DNA replication 
that has difficulty passing through telomeric chromatin. If so called one-sided breaks occur 
near or in telomeric repeats, they will generate critically short telomeres that need to be 
elongated. The binding of Ku may thus either facilitate the establishment of a specialized 
end-copying mechanism, called break induced replication or aid in recruiting telomerase to 
the short ends. These findings thus resolve the major conceptual problem that arose with 




1 INTRODUCTION  
 
The Ku proteins, initially identified as an auto-antigen in sera from patients 
suffering of scleroderma-polymyositis overlap syndrome [1], are highly conserved in 
eukaryotes and there are also prokaryotic equivalents [2]. In eukaryotes, two subunits, 
Ku70 and Ku80, form a complex and its crystal structure revealed resemblances to a 
preformed ring [3]. This Ku complex selectively associates with ends of double-stranded 
DNA molecules with high affinity but no sequence specificity [2, 4]. Ku’s primary function 
is to mediate Non-Homologous End Joining (NHEJ), the predominant DNA double-strand 
break (DSB) repair mechanism in mammals [4, 5]. However and paradoxically, in many 
species Ku does associate with telomeres and/or telomerase and a number of telomere-
specific functions for Ku have been described [4]. How these telomere-specific functions 
that are thought to preclude DNA-end fusions discriminate telomeres from DSBs, where 
DNA-end fusions are the desired outcome, remains unknown. 
 
The budding yeast S. cerevisiae also contains a yKu complex formed by Yku70 and 
Yku80 subunits [6-8]. As in mammals, yKu is essential for NHEJ, but not for Homologous 
Recombination (HR) [7]. yKu binds telomeres [9] and once there, supports functions such 
as inhibition of 5’-end resection [9, 10], telomere position effect (TPE) [9, 11, 12], and 
intranuclear positioning of telomeres [13]. Moreover, yKu, by its interaction with the RNA 
component of telomerase, is important for telomeric DNA maintenance and nuclear 
localization of telomerase [14, 15]. While it is clear that in principle, yKu can directly bind 
at an end of double stranded telomeric DNA as well as a stem-loop structure on the RNA 
component of telomerase, most likely those interactions occur on the same interface on 
yKu, and therefore are mutually exclusive [16]. Moreover, there is evidence that Yku80 
interacts with Sir4 [17, 18], and at least some yKu complexes may associate with telomeres 
via this indirect protein-protein interaction [16, 19]. 
 
As mentioned above, the differentiation of Ku-binding at DSBs that is instrumental 
for NHEJ and the binding mode on telomeres, which is associated with the opposite 




with DNA-ends [20]. In this model, most of the Yku80 side faces inward from the end and 
is essential for yKu’s telomeric functions. Yku70, facing towards the end, would be 
essential for yKu’s role in NHEJ [20]. Telomeric DNA is particular and composed of 
tandem repeats of G-rich sequences [21]. Budding yeast telomeric repeat DNA is 300 bp 
+/- 75 bp long (commonly abbreviated (C1-3 A)n – (TG1-3)n) and a number of proteins are 
associated with these repeats: Rap1 binds directly and with high affinity to a consensus 
sequence in the repeats, and Rif1 and Rif2 as well as the Sir2/Sir3/Sir4 proteins associate 
with telomeres via Rap1 [21]. Eventually, it is the resulting nucleoproteic structure that 
ensures the functions ascribed to telomeres [21]. However, in addition to their localization 
at chromosomal termini, in many eukaryotic species telomeric repeats are also present at 
internal genomic sites and have been dubbed interstitial telomeric sequences (ITSs) [22, 
23]. In yeast sub-telomeric regions, ITSs are relatively frequent and they are thought to set 
the boundaries between different telomere-associated elements [24]. These elements 
include heterogeneous X elements that are found on all telomeres, with sizes varying 
between 0.3 kb to 3.7 kb [24-26]. Y’ elements, unlike the X elements, are found on about 
half of the telomeres, are much more homogeneous, and occur in two size classes, ~ 5.5 kb 
(Y’ short) and ~ 6.7 kb (Y’ long). Y’- elements can occur in tandem with 1 to 4 copies and, 
if present, they are positioned immediately next to the terminal repeats [25, 26]. The ITSs 
between these sub-telomeric elements vary between 50 to 150 bps (Fig. 1, [24]). 
Importantly, telomeric repeats at chromosome ends and at ITSs are well characterized 
natural replication barriers [27-29]. Their presence leads to replication fork stalling which 
are preferred sites for the generation of DNA double-strand breaks (DSBs). If not repaired 
adequately, these breaks will compromise genome stability and cell viability [30, 31]. 
 
In order to investigate how yKu can be bound at telomeres, yet not mediate NHEJ, 
we used in vivo Chromatin Endogenous Cleavage (ChEC; [32]) coupled to Southern blots 
to pinpoint yKu’s localisation. The results show that the yKu complex is found associated 
with telomeric repeats in or near ITSs and on terminal repeats that are distal from the 
physical ends of chromosomes. Consistent with previous results, a fraction of this internal 
yKu association is dependent on Sir4, but there clearly is also Sir4 independent binding. 




with telomeric repeats, but not if there are no telomeric repeats on it. These observations 
lead us to propose that on telomeres, yKu may be bound predominantly on internal repeat 
sites, allowing for the presence of telomeric chromatin in the yKu distal portion of the 
telomeric repeats. This would occlude the Yku70-NHEJ side from the physical ends and 
explain why yKu binding at telomeres is very important for telomere integrity, while at the 





2 MATERIAL AND METHODS 
 
2.1 Strains  
 
Full genotypes of all strains are described in Table S1. We constructed yeast strains 
EPY007 and MVY221 expressing MN-Rap1 and Yku70-MN respectively by fusing the 
enzymatic activity domain of micrococcal nuclease (MN) from Staphylococcus aureus to 
the N-terminus of the Rap1 protein or the C-terminus of Yku70. NruI linearized plasmid 
pRS306-MN-Rap1 was transformed into a diploid wt strain (W303). Cells that had lost the 
URA3 marker were then selected by restreaking one isolated colony on an FOA plate. The 
resulting diploid strain was sporulated and clones expressing the fusion protein were 
identified. Strain Yku70-MN was obtained with PCR based mutagenesis using primers 
flanking by the C-terminal sequences of YKU70, F2-Hdf1 and R1-Hdf1 with plasmid 
pFA6a-MN-TRP1 as template. The fragment was used for transformation of diploid strain 
MVY60 which subsequently was sporulated and clones expressing the Yku70-MN allele 
were identified. The yeast strain expressing the GBD-MN fusion protein was obtained by 
transforming strain W303 with the replicative pRSE plasmid that contains the TRP1 marker 
and the Gal4 DNA binding domain fused to Micrococcal nuclease , the expression of which 
was controlled by the GAL1 promoter. All strain constructs were verified by southern 
blotting. Strain MVL013 was derived from MVY221 in which the BAR1 gene was replaced 
by a NatMX4 by PCR-mediated gene disruption [57, 58]. 
Strains MVL022 and MVL023 were derived from MVL013 in two steps. First we 
integrated a construct such that the 2µ-Flip protein could be induced by galactose using 
plasmid pFV17 [59]. This strain was then transformed with the linearized plasmids sp225 
and sp229 to obtain respectively strains MVL022 and MVL023, as described previously 
[45]. Strains MVL047 and MVL048 were derived from MVL013 by replacing the SIR4 
gene by the KanMX4 [60]. Strains MVL057 and MVL058 were derived from MVL013 by 
first replacing the wt YKU80 gene by the KanMX4. A verified yku80Δ::KanMX4 clone was 
then transformed with either the pML7c-2 plasmid, which contains the wild type YKU80 
locus including its endogenous promotor, or the pML7c-14 plasmid, which contains the 




by replacing the SIR2 gene with the NatMX4 deletion cassette [57] Strain MVL054 was 
derived from EPY007 by replacing the SIR4 gene with the KanMX4 deletion cassette. 
Strains MVL044 and MVL028 were derived from MVL013 strain into which BamH1-
linearized plasmids YLpRW40-2 and YLpRW41 [49] were transformed. Clones were 
selected on Yc-URA-LEU plates. Strains MVL030, MVL031, MVL032 and MVL033 
strains were derived from MVL023 by replacing, respectively, the PIF1, RRM3, SML1 and 
TOF1 genes with the KanMX4 deletion cassette. Strain MVL063 was derived from 
MVL013 by replacing the MRE11 gene with a HIS3 auxotrophic marker [61]. All 
modifications in the genome of the above mentioned strains were verified by colony PCR 




All plasmids are described in table S3. pRS306-MN-Rap1 was derived from pRS306 
[61] by insertion of three fragments; i) the gene-proximal last 490 bp of the Rap1 promoter 
(Rap1 promo), ii) a DNA fragment encoding the enzymatic domain of micrococcal 
nuclease , iii) the first 500 bp of the RAP1 coding region (Rap1-500). The Rap1 promo and 
Rap1-500 fragments were amplified by PCR from genomic DNA with the following 
primers; Rap1 Promo XhoI For/ Rap1 promo ClaI Rev and Rap1 500 bp ClaI For/ Rap1 
500 bp EcorI Rev respectively (see Table S2 for details on all primers). First, both of these 
fragments were integrated simultaneously into the EcoRI-XhoI sites of pRS306. A second 
cloning step permitted to integrate the MN-encoding fragment into the ClaI restriction site. 
This latter fragment was amplified by PCR from pFA6a-MN-TRP1 [32]. pRSE was derived 
from the pRS314-Cre-EBD plasmid. First, pRS314-Cre-EBD was obtained by inserting the 
Gal1-CreEBD fragment from pSH62-EBD [62] into the SacI-EcoRI sites of pRS314. The 
Cre-EBD fragment was removed from pRS314-Cre-EBD by EcoRI-SalI digestion. The 
fragments encoding the Gal4 DNA binding domain (GBD) fragment and the MN were 
inserted into this plasmid by Gibson Assembly [63]. pML7c-2 and pML7c-14 plasmids 
were derived from pJP7c and pJP7c-L140A plasmids respectively. pJP7c is derived from 
the pJP7 plasmid [16] in which a point mutation had to be corrected. Essentially, these two 




the yku80L140A allele with its native promoter were inserted. YRpRW40-2 was derived 
from YRpRW40 by correcting the internal telomeric repeat tract to be the same as in 
YRpRW41. 
 
2.3 Yeast growth 
 
All culture growth was at 30°C in standard yeast cell growth conditions (YEP media 
with indicated carbon sources or in drop-out media). The GBD-MN strain was pre-grown 
in YcTRP media with 2% raffinose to stationary phase. Cells were then diluted and grown 
in YcTRP with 2% galactose for 3 hours. Strains MVL022 and MVL023 were pre-grown in 
YEP media with 2% raffinose to stationary phase, the culture it was diluted in YEP media 
with 2% raffinose and re-grown to an OD660 of ~ 0.4. A first asynchronous/FLP non-
induced aliquot was left to grow to an OD660 of ~ 0,6. A second aliquot was grown with 
2% galactose to an OD660 of ~ 0,6 (asynchronous/FLP induced sample). To a third 
fraction, we first added α- factor (final 1mg/ml) for 90 mins. The culture was verified for 
G1 arrest by FACS analysis. After this treatment, one aliquot was grown with 2% galactose 
to an OD660 of 0,6 (synchronous/ FLP induced sample). The rest of the culture was left to 
grow to an OD660 of ~ 0,6 in the presence of glucose (synchronous/FLP non-induced 
sample). The ChEC assay was then performed on all samples. 
 
2.4 In vivo ChEC: Chromatin Endogenous Cleavage using Living Cells 
 
From an overnight 50 ml pre-culture, cells were diluted into 100 ml media and re-
grown to an OD660 of about 0.6 – 0.8. Cells were harvested and washed three times in 1 ml 
A-PBPi buffer [32]. Cells were permeabilized in 600 µl Ag-PBPi buffer for 5 min at 30 °C. 
For MN-cleavage, CaCl2 was added to a final concentration of 2 mM and cells incubated at 
30°C. A first aliquot was taken before Ca2+ addition for time point 0’, and the next aliquots 
were removed at indicated time points after the addition of Ca2+. Aliquots were 
immediately mixed with an equal volume of a 2X STOP solution (400 mM NaCl; 20 mM 





2.5 DNA isolation, Southern-blotting and In-Gel Analyses 
 
Cells were mechanically broken using glass beads, and DNA extraction was realized 
as described previously [32]. 500 ng of DNA were digested with indicated restriction 
enzymes, separated on 0.6% TBE agarose gels, transferred on a Hybond-XL nylon 
membrane (Amersham) and detected by hybridization with 32P-labelled radioactive probes. 
Blots were analysed using the Typhoon FLA 9500 from GE Healthcare Life Sciences. 
Band intensities for cleavage efficiencies were quantified with Image quant software. For 
each fragment, the cleavage efficiency percentage is calculated with respect to total signal 
at each time. Cleavage efficiency= (fragment signal (tX)/ total signal) *100. Native in-gel 
analysis was performed as described [64]. As controls, DNAs derived from a wild type or a 
strain with a yku70Δ allele were used. After hybridization and washings, the gel was 
exposed to MP-high performance film (Amersham) for appropriate times. For loading 
controls, the DNA was then transferred to Nylon membranes which were hybridized to a 
probe with telomeric repeats. 
 
2.6 Chromatin Immunoprecipitation 
 
Chromatin immunoprecipitation (ChIP) experiments were performed essentially as 
described [65] with some modifications. Briefly, cells were grown to an OD600 of 0.5–0.6. 
Formaldehyde solution (37%) was added to a final concentration of 1% and cells incubated 
for 20 min at room temperature. Cell pellets from 50 ml cultures were resuspended in 500 
ml of lysis buffer containing proteases inhibitors and disrupted vigorously with glass beads 
three times for 30s using a FastPrep-24 (MP Biomedicals) instrument. Samples were then 
sonicated 10 times for 10s at 20% power using a Branson digital sonifier. Whole-cell 
extracts were incubated with anti-myc (9E10, Roche) antibody overnight at 4°, and 
precipitated with Pro-A/G Magnetic Beads (Pierce) for 1 hour at 4°. 
Quantification of the immunoprecipitated DNA was accomplished by quantitative 




Immunoprecipitated DNA was normalized to input samples to calculate the % of input 
DNA that was precipitated. Control qPCR assays were targeted to the CLN2 locus to 







3.1 Application of in vivo ChEC on telomeric proteins 
 
The ChEC method was developed in order to map the binding sites of proteins 
within their endogenous chromatin landscape [32]. The method is based on cleavage of 
native chromatin by Miccrococal Nuclease (MN) that is fused to proteins of interest. The 
actual DNA cleavage is induced by external addition of calcium, the concentration of which 
in a yeast nucleus normally is too low to activate the MN. Determination of actual cleavage 
sites is done by Southern-blotting (Fig. S1). Here, we intended to pinpoint positions of the 
yKu-complex on genomic loci of S. cerevisiae. As a control, we first constructed MN-
Rap1, which had already been shown to be amenable to this technique [33]. Yeast 
telomeric repeats contain the highest affinity sites for Rap1 and on average, there are 15-20 
Rap1 proteins on each yeast telomere [34]. However, the protein also recognizes sites in 
many transcriptional promoters [33, 35]. For a first assessment of in vivo ChEC, we 
performed experiments with MN-Rap1 and analyzed the HIS4 locus with one Rap1 binding 
site (Fig. 1A), the RPL21a locus with two sites (Fig. S1) and telomeres with many sites 
(Fig. 1B). For the HIS4 locus, before Ca2+ addition, the XbaI restriction fragment detected 
is at ~ 12.0 kb, as expected (Fig. 1A). Within 2 min after Ca2+ addition, a new fragment of 
about 2.5 kb (*) was detectable. This fragment corresponds to a cleavage at the expected 
Rap1 binding site and progressively becomes the major fragment. At later time points, low-
intensity fragments are also generated (white arrow in Fig. 1A) and those correspond to 
MN-hypersensitive sites without specific Rap1 binding. Such a two tiered appearance of 
sites (early with Rap1 binding and later without Rap1 binding) is consistent with a previous 
report on ChEC with Rap1 [33]. Quite analogous results were obtained when the RPL21a 
locus with two Rap1 binding sites was analyzed (Fig. S1B). Finally, MN-Rap1 binding at 
telomeres caused a fast disappearance of the terminal restriction fragment and the 
appearance of two new bands at ~ 910 bp and ~ 770 bp (Fig. 1B). Of note, on the Y’-
elements, about 950 bp separate the XhoI restriction site from the beginning of the terminal 
repeats, suggesting that the detected major cleavage via induced MN-Rap1 occurred near 




Rap1 also mediated cleavage in the ITS loci. Because the Y’-specific probe used here 
covers sequences on both sides of the XhoI site in the Y’-element, the detected internal Y’- 
fragments (either a full Y’-element with the ITS in case of a tandem Y’, or the X-ITS-Y’ 
fragments, see drawing in Fig. 1B) were shortened to yield ITS-XhoI fragments (Fig. 1B, * 
near 4.2 and 5.4 kb). As described before [33], longer induction of MN-Rap1 cleavage also 
yielded some non-specific fragmentation (see empty arrow, about 2.5 kb in Fig. 1B). In 
order to discriminate between such non-specific cleavage sites and those induced by Rap1 
binding to cognate sites, we compared the MN-Rap1 cleavage pattern with that produced 
with a GBD-MN, where MN is fused to the Gal4 DNA binding domain (Fig. 1C). GBD-
MN also created the non-specific 2.5 kb fragment and a number of new fragments that 
could correspond to nucleosomal arrays near the probe, i.e. generating very small sized 
fragments at the bottom of the gel. In contrast to when MN-Rap1 was used however, with 
GBD-MN we did not observe cleavage at ITS sites or at the sub-telomere-telomere 
junctions (Fig. 1C). These results indicate that at yeast telomeres, MN-Rap1 does indeed 







Figure 1. Rap1 binding detected using a MN-Rap1 fusion protein. 
A In vivo ChEC with MN-Rap1 analyzed on the non-telomeric HIS4 region on 
chromosome III. Left; Southern blot with XbaI digested genomic DNA. Time of MNase 
induction by the addition of Ca2+ is indicated on top of the gel. Ca2+ induced cutting is 
indicated by a * and weak, non-specific cutting by open arrow. The analyzed locus is 
schematized on right with the known Rap1-binding site indicated by black arrow. B Same 
analysis as in A, but on a chromosome terminal region using a Y’-specific probe. The 
genomic DNA was digested with XhoI and the terminal region is drawn with an X-element 
and either one or two Y’-elements in tandem (right). Note that there are telomeric repeats 
between X and the Y’ elements as well as between the tandem Y’-elements. Ca2+ -induced 
cutting will shorten Y’-elements to about 5.4 kb for Y’-long and to 4.2 kb for Y’-short, 
indicated by * top part of gel. The fragments generated on the terminal restriction fragment 
are also indicated by *. Non-specific cutting at 2.7 kb is indicated by a white arrow. C in 
vivo ChEC with a GBD-MN fusion protein and analyzing the same chromosome terminal 
region as in B. The GBD-MN protein is overexpressed on a plasmid and there are no Gal4-
binding sequences in the analyzed area. MNase cutting indicates MNase accessible sites 





3.2 yKu localizes internally on terminal telomeric repeats tracts and on ITSs. 
 
The precise location of the yKu complex on telomeres still is unclear. We thus 
wished to determine those sites using the above described in vivo ChEC method. The 
Yku70 protein was tagged with MN, creating Yku70-MN, and we analyzed telomeric 
cleavages by southern blot analyses as above. Without Ca2+ addition, the detected terminal 
restriction fragment (TRF) pattern of the strain was indistinguishable from a wild-type 
strain and we did not observe any increase in telomeric overhang signal, indicating that the 
fusion of MN to Yku70 does not impinge on yKu-function (Fig. 2A). Upon MN induction, 
a very comparable TRF pattern as the one obtained for MN-Rap1 is observed: Yku70-MN 
cleavage generated 910 bp and 770 bp fragments, corresponding to a cleavage at the 
subtelomere-telomere junction and one about 140 bp distal to that junction. Remarkably, 
Yku70-MN cleavage was also detected near or on the ITS sequences between the 
subtelomeric repeats: the same two ITS-XhoI fragments as for the MN-Rap1 cleavage are 
detected in the upper area of the gel (Fig. 2B). Previous studies already suggested an 
association of yKu with sequences in or near subtelomeric X-elements, which may have 
reflected yKu association with ITSs [36]. In order to confirm the yKu association with ITSs 
without the complication of a nearby X-element, we performed chromatin 
immunoprecipitation (ChIP) using Myc-tagged Yku80 followed by q-PCR using primers 
that are specific for ITSs that occur between two Y’-elements on chromosome 12 (TelXIIL 
and TelXIIR; Fig. 2B, 2 C). As the ChEC results above suggested, these ITS loci are indeed 
efficiently immunoprecipitated when Yku80 protein is tagged, but not if an untagged 
construct is used (Fig. 2C, left). Finally, DNA samples derived from ChEC analyses with 
MN-Rap1, Yku70-MN or GBD-MN were also analyzed by probing with a telomere repeat 
specific probe (Fig. 2D). Consistent with idea that Rap1 binds throughout on telomeric 
tracts, after 10 min of induction, ChEC with MN-Rap1 creates very short DNA fragments 
of less than 250 bp (Fig. 1D, lane 3). In contrast, Yku70-MN induced cutting creates 
telomeric repeat containing fragments that seem to plateau at around 350 bp, even after 15 





Figure 2. yKu localisation on telomeric DNA. 
A Non denaturing in-gel hybridization using a CA oligonucleotide probe with XhoI-
digested DNA derived from cells with the indicated YKU70 alleles (top). To control the 
DNA loading, DNA was denatured, transferred to a nitrocellulose membrane and 
hybridized with a telomeric probe (bottom). Note that the absence of yKu (yku70Δ allele) 
causes very short telomeres with a constitutive G-strand overhang. B In vivo ChEC with 
the Yku70-MN protein and DNA analysis as in Fig. 1B. After Ca2+ addition, new fragments 
(marked with *) are detectable. Measured fragment sizes were 5.4, 4.2, 0.91 and 0.77 kb. 
Schematic of telomeric areas probed. XhoI sites are indicated and the short solid black line 
shows the probe. C ChIP analysis with Myc-tagged Yku80 proteins and primer pairs 
specific for the ITS loci on Chr XII indicated (see B). yku80Δ36 lost its ability to bind 
nucleic acids. P values were calculated by the unpaired t-test with Welch’s correction 
considering significance of differences are noted as follows: NS (no significant difference) 
P> 0,05; * P≤ 0,05; ** P≤ 0,01; *** P≤ 0,001; **** P≤ 0,0001. Unless noted otherwise, at 
least three independent biological experiments were performed for each case. D Same 
assays as in Fig. 2B, but the blot was hybridized with a telomeric repeat specific probe. 





The specificity of those cuts is underscored by the fact that ChEC with GBD-MN 
creates an entirely different pattern (Fig. 1D, lanes 8-12), creating much larger fragments of 
over 600 bp that could correspond to what was called the telosome previously [37]. 
Collectively, these data confirm that yKu is specifically associated with telomeric repeat 
tracts. However, as opposed to what is expected from its end-binding property, on 
telomeres the yKu complex appears associated with repeats near the telomere-subtelomere 
junction and on ITSs. 
 
3.3 Sir4 independent binding of yKu on telomeric repeat DNA. 
 
Given this presence of yKu on sites distant from the actual chromosome terminus and 
on ITSs, we wondered whether the reason for this association was direct DNA-binding or a 
possible indirect association. yKu is known to interact with Sir4 via the Yku80 subunit and 
there is previous evidence for two pools of yKu on telomeres: one that is bound directly on 
DNA and one that is associated indirectly via this Sir4-Yku80 interaction [17, 19, 20]. 
Moreover, there are YKU80 separation-of-function (SoF) alleles, which display a 
drastically reduced interaction with Sir4 and are dysfunctional in telomeric gene silencing, 
but are proficient in NHEJ and telomeric repeat DNA maintenance [17, 20]. These alleles 
thus are thought to be fully proficient in DNA binding. Finally, on telomeric DNA, Rap1 
association with only Sir4 is sufficient to trigger the establishment of a specialized 
telomeric chromatin [38]. In order to assess a possible Sir4-dependence of the yKu-
telomere interactions detected in our assays, we combined a sir4Δ allele or a YKU80 SoF 
allele with the Yku70-MN allele and performed in vivo ChEC on these strains. 
Qualitatively, the Yku70-MN-mediated cleavage profile on telomeres is very similar 
in SIR4 and in sir4Δ cells (Fig. 3A). After Ca2+ addition, the same two terminal fragments 
of 910 bp and 770 bp are generated as in the WT cells and the subtelomeric elements are 
also cleaved in the ITSs that separate them. However, cleavage efficiency at the different 
sites was reproducibly reduced in sir4Δ cells as compared to WT, in particular at early time 
points of MN induction (Fig. 3B and S2A). For example, 2 min after Ca2+ addition, Yku70-




fragments as compared to the efficiencies observed in wild type cells (WT910: 19,37 %; 
sir4Δ910: 9,39 %; WT770: 9,79 %; sir4Δ770: 3,70 %). 
 
 
Figure 3. yKu-association with telomeric repeats is only partially Sir4-dependent. 
A In vivo ChEC with Yku70-MN was performed and analyzed as in Fig. 2. Strains were 
either SIR4 (WT, right part) or contained a sir4∆ allele (left part of gel). Ca2+ induction and 
dependent fragments are indicated as in Fig. 1 and 2. B Quantification of the generation of 






on three independent experiments. Differences between the WT and mutant strains (P-
values) were calculated as for Fig. 2C. C Same as in A except that yku80-L140A that does 
not interact with Sir4 was used. D Quantification of C as in B. E, F same as in A, B, except 
that a strain harbouring a sir2∆ allele was used.] 
 
The Yku80 α-helix 5 is essential for telomeric silencing and Sir4 binding [20]. 
Specifically, cells harbouring the yku80-L140A allele present a silencing defect and reduced 
Yku80-Sir4 interaction, but telomere length and NHEJ are not affected. Thus, in order for 
an independent assessment of the observations made with sir4Δ cells, we tested Yku70-MN 
ChEC cleavage in cells with this yku80-L140A allele. We used two strains derived from the 
Yku70-MN strain, both harbouring a yku80Δ allele at the genomic locus. yKu function was 
then re-established via plasmid borne expression of wild type Yku80 from its endogenous 
promoter or a plasmid borne expression of yku80-L140A. As was observed in the sir4Δ 
strains, the cleavage profile qualitatively was not affected in cells expressing the yku80- 
L140A protein (Fig. 3C). Moreover, cleavage efficiencies were similarly reduced as in the 
sir4Δ strains (Figs. 3D and S2B). These findings with the ChEC technique were confirmed 
by ChIP with q-PCR: immunoprecipitation of ITS loci in sir4Δ cells was significantly 
reduced when compared to SIR4 WT cells (Fig. 2C). In these ChIP experiments, we also 
used a strain expressing a Myc-tagged Yku80Δ36 protein, which does not bind any nucleic 
acid (either DNA or RNA) anymore [16]. The immunoprecipitates with this protein did still 
contain ITS loci, albeit in reduced amounts when compared to the amounts detected with 
wt tagged Yku80 (Fig. 2C). Finally, when we expressed the Myc-tagged Yku80Δ36 protein 
in sir4Δ cells, the ChIP signals were reduced to background levels. These results show that 
yKu associates with internal telomeric repeats in two ways: either by direct DNA binding 
or via an indirect Sir4-mediated association. The reduced ChEC cleavage in sir4Δ cells 
above therefore is due to a reduced presence of yKu on telomeric repeats, but the yKu-
complexes still remaining are directly bound on the very same sites within telomeric repeat 
DNA.  
It could be argued that the reduced cleavage reported above was due to an altered 
chromatin configuration at telomeres, but not due to a loss of the specific Yku80-Sir4 
interaction. In order to investigate this possibility, we performed Yku70-MN-mediated 
ChEC in a strain harbouring a sir2Δ allele. Sir2 is a conserved NAD+ dependent histone 




specialized chromatin at telomeres [21, 38, 42]. The cleavage profile in sir2Δ cells again is 
similar to that observed in wild type cells (Fig. 3E). However, as opposed to what was 
observed in the sir4Δ strains, cleavage efficiencies for the 910 bp and 770 bp fragments 
only decreased marginally and the decrease for the most part was not statistically 
significant (Fig. 3F and Fig. S2C). Furthermore, we also analyzed MN-Rap1 mediated 
cleavage in sir4Δ cells. As expected, there were no qualitative or quantitative differences in 
the cleavage patterns observed between SIR4 and sir4Δ cells (Fig. S3). 
Altogether, these observations are in line with previous results that suggested that the 
Yku80-Sir4 interaction is important for yKu-mediated roles in chromatin related functions, 
but not for direct binding of yKu on telomeric DNA [43, 44]. Hence, the Sir4-independent 
Yku70-MN mediated cleavages we detect on telomeric chromatin are due to yKu being 
bound on DNA. 
 
3.4 yKu is associated with an excised telomeric repeat tract. 
 
The above observations predict that at least part of yKu was in fact not bound at the 
very ends of chromosomes, but rather at internal sites of telomeric repeat tracts. In order to 
verify this prediction, we used a telomeric repeat flip-out system that should trap internally 
bound yKu on a circular DNA molecule, while yKu associated with the distal-most part of 
the telomere would remain on the chromosome, even after flip-out (see Fig. 4 and [45]). 
We thus constructed strains in which the extremity of chromosome VIIL is modified 
accordingly and that also contained the yku70-MN allele. In addition, the strains contained 
a copy of pGal10- FLP1 integrated in the LEU2 locus on chromosome III, which allows for 
a galactose-inducible Flp1-recombinase expression. The first strain, MVL022, has the 
URA3 gene flanked by the two Flp1-recognition target sites (FRT) (ChrVIIL-0 block, see 
Fig. 4A) and the second strain, MVL023, has an additional TG1-3 telomeric tract of 270 bp 
between the first FRT site and the URA3 marker gene (ChrVIIL-1 block, Fig. 4C). Flp1 
induction by addition of galactose to media mediates recombination between the FRT sites 
and all sequences between the FRT sites will end up on the excised circular DNA molecule. 
In MVL022, this circular molecule will contain the URA3 marker and an FRT site, while in 




Therefore, upon MN induction and digestion of the DNA with StuI, the latter linearized 
fragment with be further cut only if yKu was associated with internal telomeric repeats, but 
not, if it was localized exclusively in the most distal portion of the telomere. Both strains 
MVL022 and MVL023 were incubated in media containing 2 % galactose to induce Flp1 
expression or kept in 2% raffinose as non-induced controls. In addition, part of the cultures 
was maintained in G1 by adding α-factor for 1.5 hours prior to Flp1 induction. In vivo 
ChEC was performed on all strains, followed by DNA analyses on southern blots (Figs. 4B 
and D). In both strains and all conditions, the URA3 probe detects a fragment at 1875 bp 
which corresponds to the StuI fragment from the endogenous genomic URA3 locus (-c in 
Figs. 4B and D). For strain MVL022, when Flp1 is not induced, the fragment at 1560 bp 
corresponds to the restriction fragment between the two StuI sites on the modified ChrVIIL 
(marked with Θ, Fig. 4B). After galactose addition, a new fragment appears at 1220 bp 
corresponding to the StuI linearized form of the circular molecule (marked with + , Fig. 
4B). Addition of Ca2+ and induction of the MN did not change this pattern, even after 20 
min. of induction. This suggests that in the absence of telomeric repeats, the yKu complex 
does not associate with sequences in between the two FRT sites on the modified ChrVIIL. 
For strain MVL023 that contains a block of 270 bp telomeric repeats between the FRT 
sites, a fragment at 1494 bp corresponding to the StuI-linearized from of the circular 
molecule can be detected after Flp1-induction by galactose (marked + , Fig. 4D). In 
addition and in stark contrast to strain MVL022, Ca2+ addition to these cells generates a 
new fragment at ~ 750 bp (see * in Fig. 4D), which matches a predicted fragment, if 
Yku70-MN mediated cleavage occurred in or near the inserted TG1-3 repeat tract in the 
circular molecule. Given that a circular DNA molecule has no physical ends for yKu to 
bind to, we conclude that the yKu complex was already associated with the TG1-3 tract 
before circular molecule excision. In addition, we also performed this experiment in sir4Δ 
cells in order to exclude a protein mediated association of the excised circular DNA with 
telomeres. Consistent with the above Sir4-independent association of yKu with telomeric 
repeats, the FRT mediated recombined circular fragment with telomeric repeats is cleaved 








Figure 4. yKu is associated with internal telomeric repeats. 
A and C: schematics of the modified chromosome VIIL structures in the strains used. Note 
that ChrVIIL-0 has no telomeric repeats between the two FRT sites, whereas the ChrVIIL-1 
contains one block of 270 bp telomeric repeats. After induction of FLP-activity, the circular 






strains harboring the Yku70-MN fusion protein and either of the two chromosome VIIL 
constructs. Induction of MNase by Ca2+ is indicated on top the gel (0’ means DNA isolated 
before addition of Ca2+). Induction of FLP recombinase is indicated by: - : cells grown in 
raffinose; +: cells grown in galactose. NS: cells were in exponential growth phase; G1: cells 
were arrested in G1 phase of the cell cycle. Total DNA was digested with StuI and the blot 
was hybridized to a probe specific for a part of the URA3 gene as indicated on the episome. 
Symbols on the right of the gels indicate: c: chromosomal URA3 locus (1.87 kb); -: StuI 
fragment on chromosome VIIL before FLP induction (1.56 kb); +: StuI linearized episome 
after FLP induction (either 1.22 kb or 1.49 kb). * : 0.75 kb episomal fragment generated 
by Yku70-MNase. E Same experiment as above, comparing a SIR4wt strain to one that 
harbours a sir4Δ allele. All cultures were non-synchronized and induced for episome 
release (grown to log-phase in galactose media). Left part: no telomeric repeats on excised 
episome; right part: 270 bp of repeats on the episome. Note that in the SIR4 strain, gal-
induced flip-out was partial, explaining the two bands around 1.5 kb. Labeling of the gel as 
in Fig. 4B and D. 
 
3.5 Replication fork direction does not influence yKu binding 
 
ITSs are known to be hot spots for the initiation of genomic rearrangements [30, 31, 
46, 47]. Previous results also reported replication fork stalling leading to double-strand 
breaks and chromosomal rearrangements due to telomeric repeat tracts [27, 28, 48]. We 
therefore surmised that the above results could be the consequence of DNA breaks 
occurring at ITSs during replication fork passage. In order to investigate this possibility, we 
analyzed yKu binding onto a specific and unique ITS engineered onto linear plasmids 
derived from plasmids YRpRW41 and YRpRW40-2 (Fig. 5A; S4A; [49]). The two linear 
constructs differed in the location of the origin of replication (Fig. 5A) and hence, the 
directionality the replication fork is moving through the ITS. These plasmids were 
transformed into a strain with Yku70-MN, the MN induced by Ca2+ addition and the 
integrity of the 1.4 kb StuI-XhoI restriction fragment encompassing the ITS was analyzed 
by southern blotting (Fig. 5B). The blots revealed three new fragments of 1160 bp, 1060 bp 
and 915 bp that were generated in a Ca2+ dependent fashion in both strains. All three sites 
map very close to, or within, the ITS tract, as indicted on Fig. 5A. Moreover, the cleavage 
profile is virtually the same for both plasmids and cleavage rates are also quite comparable 
with only a slight but not statistically different increase for YLpRW41 (Figs. 5C, S4B). 




orientation-independent fork stalling due to ITSs [48]. This fork stalling thus may create 
one-sided breaks onto which yKu can load. 
 
 
Figure 5. yKu-association with telomeric repeats is not influenced the direction of fork 
passage 
A Schematic drawings of the YLpRW40-2 and YLpRW41 plasmids with characteristic 
restriction enzyme sites and functional elements annotated. The three Ca2+ dependent cut 
sites marked in B are indicated below. Note that due to the localization of the ARS element, 
the replication fork moves in opposite direction through the internal telomeric repeat tract. 
B In vivo ChEC witz Yku70-MN in strains that harbour éther YLpRW40-2 or YLpRW41. 
Total genomic DNA was digested with StuI and XhoI and the Southern blot was hybridized 
to a probe specific for URA3. Southern labeling and symbols are as before. C 
Quantification of the fragment arising at 915 bp on both plasmids with respect to MN 
induction. P values were calculated as in Fig. 2C and the values indicated no significant 
differences. 
 
The Rrm3 and Pif1 helicases have been proposed to facilitate replication fork passage 






prevalent [29, 48]. However, Yku70-MN mediated cleavage near fork stalling sites was not 
increased in either pif1Δ or rrm3Δ strains (Figs. 6A, 6 B, S5A). Furthermore, neither 
deletions of Tof1 or Sml1 affected these cleavages (Figs. 6C, 6D and S5B). These results 
suggest that while actual fork stalling at ITS sequences may be sensitive to repeat 
orientation and replisome stability, the overall frequency of converting the stall to a one-
sided break is not. 
 
3.6 yKu mediated DNA cleavage is not reduced by Mre11. 
 
Previously it was suggested that after yKu binding onto a DSB, 5’-strand resection 
mediated by the Mre11/Rad50/Xrs2 complex in preparation for homologous recombination 
may remove yKu from the DNA end [50]. If this was the case as well for the one-sided 
breaks that are expected to occur near replication arrests, in the absence of Mre11 we 
expected to observe an increase in Yku70-MN mediated cleavages near telomeric repeats. 
Hence, we constructed a strain harbouring an mre11Δ allele which did display short 
telomeres, as expected (Fig. 6E, lane 0’). However, the Ca2+ dependent generation of the 
short telomeric fragments was not increased (Fig. 6F and S5C). If anything, there was a 
slight decrease in cleavage efficiency such that after 2 min with Ca2+, efficiencies for the 
two fragments were WT910: 14,7%; WT770: 7,1 %; mre11Δ910: 9,3 %; mre11Δ770: 4,2 %. 
These results suggest that the Mre11/Rad50/Xrs2 complex does not play a role in yKu-
















Figure 6. Yku70-MN mediated DNA cuts are independent of DNA replication 
associated helicases and replication stress sensors. 
A In vivo ChEC performed and analyzed in strains with indicated deletions for helicase 
genes (pif1Δ or rrm3Δ). Analysis of genomic DNA by XhoI digestion and hybridization to 
a Y’-specific probe was as in Fig. 2. Symbol used for labeling of new fragments is *. B 






addition. Differences between the different conditions as P values were calculated as in Fig. 
2C and indicate no statistical difference between the three samples at any time point. C and 
D same as A and B, but strains with the sml1Δ and tof1Δ alleles were tested. Quantification 
was realized on three independent experiments for pif1Δ and rrm3Δ mutants and on two 
independent experiments for sml1Δ and tof1Δ mutants. E and F same as A and B, but 
strains with the mre11Δ allele was tested. Quantification and statistics was as in Fig. 2C 







The DNA binding complex Ku binds to dsDNA ends without any sequence 
specificity. This association occurs from the physical end of the DNA and the DNA end 
will pass through a ring-like opening of Ku [3]. In this DNA bound configuration, the 
majority of the Ku70 protein faces the side that is proximal to the DNA end, while the 
surface of the Ku80 protein faces towards the other side [3]. Previous data from budding 
yeast also suggested that this orientation had functional consequences: systematic 
screenings of mutations in both subunits showed that it is the Yku70 protein that is the 
major determinant for mediating NHEJ, which involves the physical DNA end side [20]. 
However, Ku also associates with telomeres in many organisms, including humans and 
yeast [2, 9]. At this location, NHEJ-induction would cause chromosome fusions with 
ensuing genome instability and must be repressed. Yet, how exactly NHEJ-induction by Ku 
is prevented at telomeres remains unknown. 
In budding yeast, yKu is associated with telomeres in two ways: either the complex is 
bound directly to DNA, as on any DNA end described above, or it is associated indirectly 
via an interaction between Yku80 and the telomeric chromatin component Sir4 [17, 20, 43]. 
Previous results do show that yKu must be bound to the DNA directly in order to mediate 
NHEJ and the telomeric capping functions ascribed to it [16, 43]. Furthermore, yKu is 
associated with telomeres even in sir4Δ cells and the question of how NHEJ is prevented at 
that location remains. 
Our data here show that yKu binding on telomeres occurs at sites that are distal from 
the physical ends of chromosomes, regardless of whether the cells contained Sir4 or not 
(Figs. 2, 4, 5). The sites that can be detected using the ChEC assay are near the telomeric 
repeat to subtelomeric DNA junctions and on ITSs (Fig. 2, 4). The fact that these internal 
associations are based on direct DNA binding is underscored by ChIP assays in which the 
signal is only completely lost if both, the ability of binding DNA (the yku80Δ36 allele) and 
the interaction with Sir4 (in sir4Δ cells) are removed (Fig. 2). Consistent with this new 
placing of yKu on telomeres, the yKu complex can be detected on excised circular DNA 
that does not contain the most distal part of a modified telomere VIIL (Fig. 4). This 




the telomeric DNA from the very ends of the chromosomes for its telomeric functions (see 
for example [16, 43]). We consider it highly unlikely that the detected internal binding 
reported here still is due to end binding and then sliding of yKu on the DNA to its final 
position. This is particularly so for the binding detected on the ITSs, which would require 
yKu sliding on chromatinized DNA in vivo for at least 4 kb. We think it more plausible that 
yKu associates on DNA ends that were generated at the sites detected. 
The above raises the questions of how and why a DNA end is generated at ITSs and 
at the beginning of the terminal telomeric repeats. It is well documented that telomeric 
repeat sequences, including ITS tracts, can be major obstacles for the passage of a 
replication fork [27-29, 48]. We therefore propose that during S-phase, stalled replication 
forks near or in telomeric repeat tracts could reverse and/or be subject to strand breakages 
that would create what is dubbed a one-sided DSB (Fig. 7). yKu could then bind those ends 
via its canonical binding mode on DNA. The presence of yKu on those one-sided breaks 
prevents extensive resection but perhaps still mediates the initiation of break induced 
replication (BIR) or repeat extension by telomerase, which would secure the re-
establishment of a functional telomere distal of the break. We can detect yKu at these 
internal sites even in G1 of the cell cycle (Fig. 4C), suggesting that at the sites analyzed 
here, yKu removal from the DNA end is inefficient. Recently it was proposed that yKu 
bound on DNA ends on a DSB would be removed by the nuclease activity of the MRX-
Sae2 complex in preparation for homologous recombination (HR) [51]. Our data show that 
an absence of the Mre11 protein does not influence Yku70-MN mediated DNA cutting at 
telomeric sites (Fig. 6). This finding correlates with the fact that HR is actively suppressed 
at telomeric loci [36, 52], a suppression that is lost in cells that lack yKu [10]. Furthermore, 
the nucleolytic activity of Mre11 is not required for its telomeric functions [53]. These 
considerations are consistent with our model that predicts that the nucleolytic activity of 
MRX-Sae2 for HR initiation is repressed on telomeric one sided breaks, essentially leaving 
yKu on the DNA. We do not know whether the MRX-complex still associates with these 
ends and how the potential ensuing BIR events are induced in this situation, but a recent 
study implied an MRX-tethering function may be important for this later step [54]. In our 
case, this MRX-mediated tethering as well as the possible recruitment of telomerase would 





Figure 7. A model for yKu function at telomeres. 
The drawings depict a scenario that is consistent with all data and explains how the 
propensity of Ku to mediate NHEJ is averted at telomeres. DNA strands in black: 
subtelomeric sequences; DNA strands in red or blue: G-rich and C-rich telomeric repeat 
strands, respectively. Rap1 is the major telomeric repeat binding protein in budding yeast. 







Our model hence posits an important function of yKu at replication barriers at the 
transition between non-telomeric and telomeric repeat DNA (Fig. 7). Its binding would 
suppress HR and perhaps also mediate fork stability / fork restart by BIR or the recruitment 
of telomerase for repeat expansion. We note that there is previous evidence for very similar 
noncanonical functions of Ku in fission yeast [55]. A Ku mediated stabilisation of one 
sided breaks occurring near telomeres resolves a serious and very important conundrum in 
the field, namely that of accommodating Ku-binding at telomeres and at the same time 
complete repression of NHEJ involving chromosome ends. If yKu is trapped on DNA 
relatively distant from the physical end, the binding of Rap1 proteins between yKu and the 
actual end could prevent yKu mediated NHEJ at telomeres. This in turn also explains why 
Rap1 has a strong NHEJ repressing effect [56]. Hence, at least in budding yeast, Ku 
binding may not occur at the physical ends of chromosomes, where the Cdc13/Stn1/Ten1 
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Tableau S1: Yeast strains used 
Strains Characteristics Reference 
EPY007 Mat alpha leu2-2, 112 his3-11,15 trp1-1 MN-L1-Rap1 ura3-1 ade2-2  can1-100 (L1:linker1) This study 
MVY221 Mat A Yku70-MN::TRP1 ade2-1 ura3-1 his3-11,15 leu2-3,112 trp1-1  can1-100 This study 
MVY60 
Mat A/alpha, UBR1/ubr1 D::GAL1,10-UBR1-HA:HIS3 ade2-1/ade2-1  
ura3-1/ura3-1 his3-11,15/his3-11,15 trp1-1 leu2-3,112/leu2-3,112 
can1-100/can1-100 
This study 
W303 Mat A/alpha ade2-1/ade2-1 ura3-1/ura3-1 his3-11,15/his3-11,15 trp1-1 leu2-3,112/leu2-3,112 can1-100/can1-100 [1] 
GBD-MN Mat A can1-100 ura3-1, his3-11,15 leu2-3,112 bar 1::LEU2 + pRSE::TRP1 This study 
MVL013 MVY221 + bar1Δ::NATMX4 This study 
MVL022 MVL013 + pFV17::LEU2 cl.3-2a sp 225::adh4 cl.4 This study 
MVL023 MVL013 + pFV17::LEU2 cl.3-2c sp 229::adh4 cl.2 This study 
MVL047 MVL013 + sir4Δ::KANMX4 cl.9 This study 
MVL048 MVL013 + sir4Δ::KANMX4 cl.11 This study 
MVL057 MVL013 + yku80Δ::KANMX4 cl.38 + pML7c -2::HIS3 This study 
MVL058 MVL013 + yku80Δ::KANMX4 cl.38 + pML7c -14::HIS3 This study 
MVL010 MVL013 + sir2Δ::KANMX4 This study 
MVL054 EPY007 + sir4Δ::KANMX4 cl.4 This study 
MVL044 MVL013 + YLpRW40-2 This study 
MVL028 MVL013 + YLpRW41 This study 
MVL030 MVL013 + pif1Δ::KANMX4 cl.4 This study 
MVL031 MVL013 + rrm3Δ::KANMX4  This study 
MVL032 MVL013 + sml1Δ::KANMX4  This study 
MVL033 MVL013 + tof1Δ::KANMX4  This study 
MVL063 MVL013 + mre11Δ::HIS3 This study 
MLY30 Mat A bar1::HIS3 ade2del::hisG his3del200 leu2del0 lysdel0 
met15del0 trp1del63 ura3del0 [2] 
IDY80-1 MLY30 + yku80Δ::LEU2 This study 











Tableau S2 : Oligonucleotides used 
Name Sequence Reference 
Rap1 promo XhoI For 5'-ACCGCTCGAGAAGGTTTGGACACAGCATGT-3' This study 
Rap1 promo ClaI Rev 5'-CCGATCGATATTGAGATAATCTGTACGCA-3' This study 
Rap1 500 bp ClaI For 5'-CCGATCGATATGTCTAGTCCAGATGATTT-3' This study 
Rap1 500 bp EcorRI Rev 5'-CCGGAATTCTCTCTTGGATTGGAGTCTAG-3' This study 
MN ClaI For 5'-ACGGTTATCGATGGCAACTTCAACTAAAAAATTA CATAAAGAACC-3' This study 







R1-Hdf1 5'-ATTGTGTGTAACGTTATAGATATGAAGGATTTCAA TCGTCTTTAGAATTCGAGCTCGTTAAAC-3' This study 
For the q-PCR   
CLN2F1 5'-CGCACTTTACCCTGAAATGCG-3' This study 
CLN2R2 5'-TCCGCATGCGGAAACATAACGG-3' This study 
T12L-ITR For2 5'-CGGCCTTGTCTAACACCATCC-3' This study 
T12L-ITR Rev3 5'-CGGGTAAGGTGTGACAGCG-3' This study 
 
 
Tableau S3 : PLasmids used 
Name Description Reference 
pRS306-MN-Rap1 URA3, AMP, RAP1 promotor, MN first 500 bp of Rap1 This study 
pFA6a-MN-TRP1 TRP1, CEN, AMP, MN [3] 
pSH62-EBD HIS3, CEN, AMP, Gal1-Cre-EBD [4] 
pRS314-Cre-EBD TRP, CEN, AMP, Gal1-Cre-EBD This study 
pRSE TRP, CEN, AMP, Gal1-GBD-EBD This study 
pFV17 LEU2, AMP, TET, Gal10-FLP [5] 
sp225 URA3, ADH4, FRT [6] 
sp229 URA3, ADH4, FRT, Tel270 [6] 
pJP7 TRP1, CEN, AMP, Ku80-4Gly-2Myc-10HIS [7] 
pJP7c pJP7 in which a point mutation is corrected This study 
pJP7c-L140A As pJP7c, but yku80L140A-4Gly-2Myc-10HIS This study 
pJP12 As pJP7c, but yku80Δ36-4Gly-2Myc-10HIS [7] 
pML7c-2 As pJP7c, marker changed to HIS3 This study 
pML7c-14 As pJP7c-L140A, marker changed to HIS3 This study 
YRpRW40 LEU2, URA3, ARS, KANMX4, HO cut site, telo tracts [8] 
YRpRW41 LEU2, URA3, ARS, KANMX4, HO cut site, telo tracts [8] 
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Figure S1. General principle and example for the Chromatin Endogenous Cleavage 
(ChEC) method. 
A Schematic of the method in which a DNA-binding protein of interest is fused with 
Micrococcal Nuclease (MN). Upon addition of 2 mM Ca2+ to living cells, the MN becomes 
active and induces DNA double strand breaks in the vicinity of the DNA binding site of the 
protein. These Ca2+-dependent cuts can be visualized by Southern blotting and probing of 
adequatly digested total cellular DNA. B Example of ChEC with MN-Rap1 on a genomic 
locus on chromosome II with two known Rap1-binding sites. Without Ca2+ (lane 0'), the 
genomic fragment remains intact at 6.6 kb. After Ca2+ addition, fragments of 6.1 kb and 















Figure S2. Quantification of Ca2+ induced cleavage sites. 
A-C Graphs depict the occurence of cleavage that generated the 770 bp fragments on the 
Southern blots shown in Fig. 3. Differences between the different conditions as P values 












Figure S3. ChEC with MN-Rap1 on a strain with a sir4∆ allele. 
A Same ChEC analysis as in Fig. 3A, but the strain harboured the MN-Rap1 fusion protein. 
B Differences between the different conditions as P values were calculated as in Fig. 2. P 





















Figure S4. Details of the YLpRW40-2 and YLpRW41 plasmids and quantification of 
the cleavages occuring on them after ChEC with Yku70-MN. 
A Structure of the circular plasmids (left) which can be digested with BamHI to linearize 
them (right) in a way such that both ends contain an appropriately oriented telomeric repeat 
tract. Upon transformation of yeast cells, these ends will be used to form functional 
telomeres in vivo thereby establishing linear plasmids. The internal telomeric repeat tract is 
indicated as a black box and the analysed StuI-XhoI fragment is highlighted. Note the 
localization of the ARS element on opposite sides of the analysed internal telomeric repeat 
containing fragment. As a consequence, the replication forks move in opposite direction 
through that internal fragment in the two plasmids. B Quantification of the occurence of 
cleavages generating a 1060 bp and a 1160 bp fragment on the Southern blotting shown in 
Fig. 5B. Differences between the different conditions as P values were calculated as in Fig. 









Figure S5. Additional quantification of Ca2+ induced cleavage sites in mutant strains 
containing pif1∆, rrm3∆, sml1∆, tof1∆ or mre11∆ alleles. 
A-C Graphs depict the occurence of cleavage that generated the 770 bp fragment on the 
Southern blots shown in Fig. 6. Significance differences between the WT and mutants 
srtains (P values) were calculated as in Fig. 2. Three independent biological replicas were 
performed for pif1∆, rrm3∆ and mre11∆ mutants and two for sml1∆ and tof1∆, as for Fig. 






IV CHAPITRE 2 
 
ÉTUDE DE L’INTERACTION DU COMPLEXE YKU ET DE LA PROTÉINE RAP1 AUX 




Chez la levure bourgeonnante, S. cerevisiae, les télomères se définissent par deux 
types différents, les télomères de type XY’ et les télomères de type X. Ces deux types se 
distinguent par la nature des éléments qui sont positionnés directement en amont des 
répétitions télomériques. Dans le chapitre 1, nous avons étudié la position du complexe 
yKu par la technique de ChEC in vivo aux télomères XY’ en utilisant une sonde radio-
marquée s’hybridant à la totalité des éléments Y’. Les éléments X et Y’ sont très différents 
l’un de l’autre. Les éléments X sont extrêmement hétérogènes, présentent une grande 
variabilité de taille, la chromatine dans ces éléments est très condensée et les gènes qui s’y 
trouvent sont en général réprimés (TPE). Les éléments Y’, en revanche, sont homogènes, 
présents sous seulement deux tailles, la chromatine associée est plus lâche et ils ne 
présentent pas ou peu de répression de la transcription des gènes qui leurs sont associés. Il a 
donc été important d’étudier les télomères X également. Pour ce chapitre nous avons 
profité, une nouvelle fois, de cette technique d’identification des sites de liaison de 
protéines à la chromatine pour étudier cette fois les liaisons du complexe yKu et de la 
protéine Rap1 aux télomères X. La souche Yku70-MN, précédemment décrite, a été à 
nouveau utilisée. En revanche, pour l’identification des sites de liaison de Rap1, nous avons 
utilisé la souche Rap1-MN dans laquelle la nucléase Micrococcale est fusionnée à 
l’extrémité C-terminale de la protéine. Ces deux souches ont été construites par le Dr 
Momchil Vodenicharov, alors post-doctorant dans le laboratoire. Elles ont servi à initier les 
projets de ce chapitre et du chapitre 1. Les résultats qui vont suivre précèdent donc les 





1 MATÉRIEL ET MÉTHODES 
1.1 Souches 
 
L’ensemble des souches de ce chapitre est répertorié dans le tableau 2 en annexe. 
Pour cette étude nous avons utilisé les souches MVY172 et MVY221 pour lesquelles le 
domaine enzymatique de la nucléase Micrococcale, issue de Staphylococus aureus, est 
fusionné à la partie C-terminale de la protéine Rap1 et de la sous-unité Yku70 du complexe 
yKu, respectivement. Ces souches ont été obtenues en réalisant la technique de mutagenèse 
basée sur l’utilisation de la PCR. Pour cela le fragment de transformation a été amplifié à 
partir du plasmide pFA6a-MN-TRP1 (Schmid et al., 2004), en utilisant les 
oligonucléotides F2-Rap1 et R1-Rap1 d’une part et les oligonucléotides F2-Hdf1 et R1-
Hdf1 d’autre part pour Rap1 et Yku70 respectivement. L’ensemble des oligonucléotides 
utilisés pour ce chapitre est répertorié dans le tableau 3 en annexe. Ces oligonucléotides, 
permettant d’amplifier la cassette MN-TRP1, sont flanqués par les domaines C-terminales 
de chacun des deux gènes. La souche diploïde MVY60 a été transformée par chacun des 
deux fragments PCR. Le fragment s’est intégré par recombinaison homologue avec le 
domaine C-terminal du gène. L’intégration a été vérifiée par PCR sur colonies et par une 
expérience de Southern-blot. La souche MVY60 était ensuite sporulée, pour obtenir des 
souches haploïdes portant la construction, des deux types sexuels a et α. La souche SGY40 
a été utilisée comme souche de référence sauvage dans l’analyse du profil télomérique par 




L’ensemble des plasmides de ce chapitre est répertorié dans le tableau 3 en annexe. 
Le plasmide pFA6a-MN-TRP1 a été cordialement obtenu du laboratoire du professeur 
Ulrich K. Laemmli, de l’Université de Genève en Suisse. La région codante pour la 
nucléase Micrococcale a été obtenue par PCR à partir du plasmide pFOG405 (Shortle, 
1983). La séquence de la MN utilisée code pour la chaîne de la nucléase A (acides aminés 




du plasmide pFA6a-3HA-TRP1 (Longtine et al., 1998). Le plasmide pRS306-tel03L a été 
obtenu en clonant le fragment tel03L, de 480 pb, aux sites de restriction EcoRI et XhoI du 
site de multiclonage du plasmide pRS306 (Sikorski et Hieter, 1989). Le fragment tel03L 
était obtenu par PCR, à partir d’ADN génomique comme matrice, en utilisant les 
oligonucléotides Tel03L probe 2 forward et Tel03L probe 2 reverse (annexe tableau 3), ils 
sont flanqués des sites de restriction EcorI et XhoI, respectivement. Le clonage a été vérifié 
par séquençage. Le fragment de restriction EcorI/XhoI, tel03L, a servi par la suite de 
fragment de sonde radio marqué pour les expériences de ChEC in vivo. 
 
1.3 Cultures de levures 
 
Les deux souches, MVY172 et MVY221 ont été cultivées en milieu YPD. Pour 
vérifier la taille des télomères, les souches ont été cultivées en YP avec 2 % de glucose 
pendant une nuit à 30 °C, jusqu’à atteindre la phase stationnaire. Le lendemain, l’isolation 
de l’ADN génomique total a été réalisée à partir de ces cultures denses. Pour la réalisation 
du ChEC in vivo, nous avons réalisé une préculture pour chacune des souches, dans 50 ml 
de YP liquide avec 2 % de glucose, pendant une nuit à 30 °C. Le lendemain, les D.O des 
cultures étaient mesurées au spectromètre à une longueur d’onde de 660 nm. Les cellules 
ont été diluées à une concentration de 5.106 cellules/ml dans un volume de 100 ml de YPD 
et poussées à 30 °C, jusqu’à atteindre une D.O de 0.6 à 660 nm. Le ChEC a alors été 
réalisé. 
 
1.4 ChEC in vivo : clivage endogène de la chromatine chez des cellules in vivo 
 
À partir des cultures à une D.O de 0.6 à 660 nm, l’expérience de ChEC in vivo a été 
réalisée en suivant le protocole décrit par le laboratoire du Professeur Laemmli (Schmid et 
al., 2004). Les cellules ont été centrifugées, puis lavées 3 fois avec 1 ml de tampon A-PBPi 
(A : 15mM Tris-HCL pH 7.4; 0.2 mM spermine; 0.5 mM spermidine; 80 mM KCl; 2mM 
EDTA; PBPi- inhibiteur de protéases : PMSF- Benzamidine- PI cocktail : chymostatine, 




600 µl de tampon Ag-PBPi (Ag : 15mM Tris-HCl; 0.2 mM spermine; 0.5 mM spermidine; 
80 mM KCl; 0.1 mM EGTA; 0.1 % digitonine; PBPi- inhibiteur de protéases : PMSF- 
Benzamidine- PI cocktail : chymostatine, pepstatine A, leupeptine hémisulfate), pendant 5 
minutes à 30 °C sous agitation. L’induction de la nucléase Micrococcale a été effectuée par 
l’ajout de 2 mM final de CaCl2 à l’extrait à une température de 30 °C, après la 
perméabilisation des cellules. Un premier aliquot de 150 µl a été prélevé avant l’ajout du 
calcium, pour le temps 0’. Les aliquots suivants ont été prélevés après l’ajout de calcium 
aux temps voulus. Chaque aliquot a été mélangé à un volume égal de solution STOP 2X 
(400 mM NaCl; 20 mM EDTA; 4 mM EGTA; 0.2 µg/µl glycogène). Les échantillons ont 
été conservés à -20 °C avant de réaliser l’isolation de l’ADN génomique total. 
 
1.5 Isolation de l’ADN, digestion de l’ADN et Southern-blot 
 
Les extraits cellulaires issus de l’expérience de ChEC in vivo ont été laissés à 
température ambiante, jusqu’à être parfaitement décongelés. Des billes de verre ont été 
ajoutées aux extraits, avant de les soumettre à une lyse mécanique par l’utilisation du Fast 
Prep -24 de chez MP Biomedicals à une vitesse de 5 m/s pendant 45 secondes, 2 fois. Les 
billes ont été éliminées et l’extrait récupéré dans un nouveau tube Eppendorf de 1,5 ml. 1 % 
final de SDS était ajouté à l’extrait. L’extraction d’ADN qui suit est adaptée du protocole 
décrit par le laboratoire du professeur Laemmli (Schmid et al., 2004). Les échantillons ont 
été traités à la protéinase K pendant 2 heures à 50 °C. Ce traitement a été suivi de deux 
extractions au phénol-chloroforme et une extraction au chloroforme. Deux volumes de 
phénol-chloroforme ou chloroforme ont été ajoutés pour un volume d’extrait. Les extraits 
ont été centrifugés pendant 5 minutes, et la phase supérieure contenant l’ADN a été 
récupérée dans un nouveau tube Eppendorf de 1,5 ml. L’extrait d’ADN a ensuite été 
précipité pendant une nuit à 20 °C avec un volume égal d’éthanol à 100 %. Le lendemain, 
les échantillons ont été centrifugés, lavés avec de l’éthanol à 70 %, puis resuspendus dans 
500 µl de TE contenant de la RNase A et incubés à 37 °C pendant 1 heure. Les échantillons 
ont à nouveau été précipités avec un volume égal d’éthanol à 100 % pendant une nuit. Le 
lendemain, les échantillons ont été centrifugés, lavés à l’éthanol 70 % et l’ADN était 




déterminées avec un fluorimètre. 500 ng d’ADN ont été digérés pendant une nuit avec 
l’enzyme de restriction adaptée. Les fragments d’ADN sont ensuite déposés sur un gel 
d’agarose contenant du TBE et sont séparés par électrophorèse pendant une nuit. L’ADN a 
été transféré sur une membrane de nitrocellulose (Amersham Hybond-XL de GE 
Healthcare) et hybridée avec un fragment de sonde ou bien un oligonucléotide approprié. 
Dans le cadre de l’étude du télomère III-L par la technique de ChEC in vivo, nous avons 
utilisé un fragment de sonde, obtenu par PCR et cloné dans le plasmide pRS306, tel que 
décrit dans le paragraphe plasmide de cette partie matériel et méthodologie. Ce fragment de 
480 pb, se lie 2000 pb en amont de l’élément X. La pré-hybridation et l’hybridation ont été 
réalisées à 65 °C avec la solution suivante : 400 ml de sodium phosphate 0,5 M ; 35 g de 
SDS ; 5 g de BSA ; 1 ml d’EDTA 0,5M + 50 µl de yeast tRNA à 10mg/ml. Le lavage de la 
membrane a été réalisé à température ambiante pendant 20 minutes avec une solution de 2X 
SSC. Pour l’étude du télomère I-L, nous avons utilisé l’oligonucléotide oT355 (annexe 
tableau 3), cordialement obtenu du laboratoire de la docteure Teresa Teixeira, de l’IBPC à 
Paris (Xu et al., 2013). Cet oligonucléotide a une longueur de 31 nucléotides et se lie 
exactement en amont de l’élément X. La pré-hybridation et l’hybridation étaient réalisées à 
37 °C, le lavage de la membrane a été réalisé à 37 °C avec une solution de 2X SSC, 1 % 
SDS pendant 10 minutes. Les membranes ont été exposées pendant 3 nuits sur une cassette 
phosphore. La révélation a été effectuée avec un Typhoon FLA 9500 de la compagnie GE 
Healthcare Life Sciences. 
 
1.6 Marquage radioactif au [32P] du fragment de sonde et de l’oligonucléotide 
 
Le marquage radioactif de 250 ng de fragment de sonde tel03-L a été réalisé avec le 
fragment d’enzyme de la polymérase I, appelé Klenow, permettant à partir du fragment de 
sonde dénaturé, la synthèse de nouveaux fragments où sont incorporés les nucléotides 
radio-marqués dCTP32 et dGTP32. Le mix utilisé est le suivant : 11,4 µl de LS ; 1 µl dATP, 
dGTP, dTTP; 3 µl dCTP ; 1 µl Klenow. La synthèse est réalisée à température ambiante 
pendant 2 h 30. Après cette étape, 20 µl de solution STOP (0,2 % SDS ; 50 mM EDTA, 




purifiée sur une colonne G -50. Avant l’hybridation, le fragment de sonde est dénaturé à 
100 °C pendant 10 minutes. 
Dans le laboratoire de Teresa Teixeira, l’oligonucléotide oT355 est usuellement utilisé avec 
un marquage en fluorescence. Pour notre étude, 200 ng d’oligonucléotide ont été marqués à 
l’extrémité 5’ avec du γ-ATP32 par la T4 polynucléotide kinase. Pour cela, le mix suivant a 
été utilisé : 2 µl d’oligonucléotide (100 ng/µl) ; 11 µl H2O ; 2 µl tampon de T4 (10X) ; 4 µl 
de γ-ATP32 ; 1 µl de T4 polynucléotide kinase. L’enzyme a été rendue active pendant 45 
minutes à 37 °C puis désactivée pendant 10 minutes à 65 °C. 30 µl de TE ont été ajoutés et 
l’oligonucléotide a été purifié sur une colonne G-50 (Probe Quant G-50 micro colums de 








2.1 Profil télomérique des souches Rap1-MN et Yku70-MN 
 
Pour l’étude des profils d’interaction de la protéine Rap1 et du complexe yKu aux 
télomères de type X par ChEC in vivo, nous avons utilisé les constructions Rap1-MN et 
Yku70-MN, où la partie enzymatique de la nucléase Micrococcale, issue de Staphylococcus 
aureus, est fusionnée au C-terminal de la protéine. Avant de débuter l’étude, nous avons 
analysé les phénotypes télomériques de chacune des deux souches, afin de s’assurer que la 
fusion avec la partie enzymatique de la MN n’affectait pas le profil télomérique. Pour cette 
expérience, nous avons utilisé la souche SGY40, qui est une souche sauvage et qui a servi 
de souche contrôle pour le profil télomérique sauvage. L’ADN génomique total de chacune 
de ces souches a été digéré par l’enzyme de restriction XhoI (figure 12A). Après migration 
sur un gel d’agarose, les ADN ont été transférés sur une membrane de nitrocellulose et la 
membrane a été hybridée avec une sonde radio-marquée pCT300, qui lie spécifiquement les 
répétitions d’ADN télomérique chez S. cerevisiae. Chez une souche sauvage, la taille 
attendue, par cette méthode, du fragment de restriction terminal (FRT) est d’environ 1,3 kb 
(figure 12A).  
La fusion de l’activité enzymatique de la MN au C-terminal de la sous-unité Yku70 
n’affecte pas la longueur du télomère, la taille du fragment de restriction terminal pour cette 
souche étant semblable à celui observé pour la souche sauvage. En revanche, le profil 
télomérique de la souche Rap1-MN est différent. Le signal est plus étalé, et la taille 
moyenne du fragment de restriction terminal est d’environ 1,5 kb. La fusion semble donc 
avoir altéré le phénotype télomérique pour cette souche (Figure 12B). Au C-terminal de la 
protéine Rap1 sont liées les protéines Rif1 et Rif2 (Rap1-interacting factor). Elles forment 
ensemble un complexe, qui est nécessaire à la régulation de la longueur du télomère, la 
délétion des gènes qui encodent ces protéines, conduit à un allongement des télomères, de 
la même façon que la troncation du C-terminal de la protéine Rap1 (Wotton et Shore, 1997; 








Figure 12. Étude du profil télomérique des souches Rap1-MN et Yku70-MN. 
A. Représentation schématique d’un télomère de type XY’ sur lequel est positionné le site 
de restriction XhoI dans l’élément Y’ en moyenne 950 pb en amont des répétitions 
télomériques. Les répétitions télomériques sont représentées en rouge (brin 3’ riche en G) et 
en bleu (brin 5’ riche en C) aux télomères et aux séquences interstitielles télomériques 
(ITS). Chez une souche sauvage, une digestion par XhoI libère un fragment de restriction 
terminal d’une taille moyenne de 1,3 kb, détectable avec une sonde pCT300 radiomarquée 
au [32P] qui lie spécifiquement les répétitions télomériques (traits noirs épais). B. Résultat 
du Southern-blot après digestion des ADN génomiques avec l’enzyme de restriction XhoI 
et une hybridation avec la sonde pCT300 pour 3 souches : Yku70-MN, Rap1-MN et la 
souche sauvage (SGY40). 
 
L’activité enzymatique de la MN étant fusionnée au C-terminal de la protéine Rap1, 
nous supposons que la liaison des protéines Rif1 et Rif2 s’en trouve affectée, ce qui 
pourrait expliquer l’allongement des télomères dans la souche Rap1-MN. Au vu de ce 
profil télomérique affecté, nous avons décidé de procéder à la construction d’une nouvelle 
souche dans laquelle l’activité de la nucléase Micrococcale était cette fois-ci fusionnée au 
N-terminal de la protéine Rap1, il s’agit de la souche EPY007, décrite dans le chapitre 1. 
Cependant, avant d’obtenir cette nouvelle souche, nous avons entamé les expériences de 
ChEC in vivo avec les deux souches existantes. Les résultats présentés ci-après ont donc été 
obtenus avec la souche Rap1-MN. Il est à noter qu’une potentielle dégradation 
nucléolytique dans la souche Yku70-MN a été contrôlée au chapitre 1 par une expérience 
de In-gel (figure 2A.), la fusion entre le C-terminal de la sous-unité et la MN n’affecte pas 







2.2 Comparaison des souches Rap1-MN et MN-Rap1 aux loci Y’ 
 
Avant de présenter les analyses par ChEC in vivo des télomères de type X, TelI-L et 
TelIII-L, nous proposons ici de comparer les profils de coupure des souches Rap1-MN et 
MN-Rap1 (figure 13A) afin de garantir la concordance des deux profils de coupure, et 
s’assurer ainsi de la spécificité de ce qui sera observé pour les télomères X avec la 
souche Rap1-MN. Pour cela, les ADN génomiques ont été digérés avec l’enzyme de 
restriction XhoI, et la membrane a été hybridée avec une sonde radio-marquée Y’, qui lie 
spécifiquement les éléments Y’au niveau du site XhoI, elle est représentée par un trait noir 
épais sur la figure 13B.  
 
 
Figure 13. Profil de clivage pour les souches Rap1-MN et MN-Rap1 aux loci Y’. 
Expérience de ChEC in vivo avec les souches Rap1-MN et MN-Rap1 sur la région 
terminale des chromosomes de type XY’ en utilisant une sonde radio-marquée Y’. L’ADN 
génomique était digéré avec l’enzyme de restriction XhoI et la membrane était hybridée 
avec une sonde Y’ (trait noir épais sur le site XhoI). Pour les deux souches, l’ajout de Ca2+ 
génère, via l’activité de la MN, des coupures entre deux éléments Y’ (*) ou un élément Y’ 
et un élément X, séparés par des répétitions télomériques. Au niveau du fragment de 
restriction terminal, la MN a également généré deux nouveaux fragments (*) à 910 pb et 
770 pb pour les deux souches. La flèche blanche indique un site de coupure pour la MN 







En absence de traitement au calcium, nous observons que le profil télomérique entre 
les deux souches est différent. La souche Rap1-MN, comme cela a été décrit 
précédemment, présente un allongement du télomère se traduisant par un signal à environ 
1,5 kb pour le fragment de restriction terminal (figures 12 et 13A). 
En présence de calcium, des profils de coupure par la MN similaires sont observés 
entre les deux souches. La MN coupe à l’intérieur des répétitions télomériques 
interstitielles de la même manière pour les deux, générant ainsi deux nouveaux fragments à 
5,4 kb et 4,2 kb (*), issus des fragments Y’ longs (6,7 kb) et courts (5,5 kb) de restriction 
XhoI-XhoI, lorsque la MN coupe entre deux éléments Y’. En haut du gel, nous observons 
également une diminution du signal des fragments au court du temps. Cette diminution 
correspond à une coupure par la MN dans les répétitions télomériques interstitielles qui se 
trouvent entre un élément Y’ et un élément X. 
Pour les deux souches, dans la partie terminale du chromosome, nous observons la 
génération de deux fragments (*) à 910 pb et 770 pb, issus du fragment de restriction 
terminal. Nous observons également un signal à environ 2,7 kb (flèche blanche), 
correspondant à une coupure non spécifique par la MN, qui avait déjà était décrite dans le 
chapitre 1 (figure 1B). L’ensemble de ces observations nous amène à conclure que 
l’allongement du télomère pour la construction Rap1-MN n’affecte pas le profil de clivage 
lié à la position de la protéine. Cependant, il apparaît clairement que l’efficacité de coupure 
est plus élevée pour la souche MN-Rap1, que pour la souche Rap1-MN. Nous supposons 
donc que pour les résultats à venir aux télomères X, avec la souche Rap1-MN, nous 
pouvons nous fier à l’aspect qualitatif, soit le profil de coupure par la MN, mais moins à 
l’aspect quantitatif, c’est-à-dire à l’efficacité de clivage par la MN à un site donné.  
 
2.3 Étude de l’interaction de Rap1 et de yKu au télomère III-L par ChEC in vivo 
 
L’étude de l’interaction de la protéine Rap1 et du complexe yKu aux télomères de type 
X, a nécessité de créer des sondes se liant en amont des éléments X. Les éléments X sont 
trouvés à l’extrémité de tous les chromosomes, en amont des répétitions télomériques ou 
bien en amont des éléments Y’, lorsque le chromosome en contient (Chan et al., 1983). La 




trouve à plusieurs extrémités chromosomiques, mais qui présentent une identité de 
séquence assez faible par rapport aux éléments Y’, rend difficile la création de fragments de 
sonde s’hybridant de façon spécifique à l’intérieur des éléments X. Nous avons donc décidé 
de créer des sondes en amont des éléments X, de façon à cibler un télomère unique. C’est 
pourquoi dans le cadre de l’étude du télomère III-L, nous avons créé la sonde tel03-L, 
représentée par le trait noir épais sur la figure 14B, qui se lie 2000 pb en amont de 
l’élément X.  
 
 
Figure 14. Profil de clivage des souches Rap1-MN et Yku70-MN au télomère III-L. 
Expérience de ChEC in vivo avec les souches Rap1-MN et Yku70-MN au télomère III-L. 
A. Les ADN génomiques ont été digérés par l’enzyme de restriction KpnI et la membrane a 
été hybridée avec la sonde radio-marquée tel03-L (trait noir épais B.). B. Pour les deux 
souches, l’ajout de Ca2+ a généré deux nouveaux fragments à 3100 pb et 2600 pb (**) 
environ. Pour la souche Rap1-MN, un troisième fragment était généré d’une taille 
approximative de 2450 pb (**).Les flèches noires représentent les sites de coupure par la 







Les ADN génomiques ont été digérés par l’enzyme de restriction KpnI, permettant de 
libérer un fragment de restriction terminal d’environ 3,5 kb (figure 14B).  
En absence de calcium, la souche Yku70-MN présente un fragment de restriction 
terminal d’une taille approximative de 3,5 kb (*) comme attendu. En revanche, la 
souche Rap1-MN présente un fragment de restriction terminal d’environ 4 kb (*) (figure 
14A), correspondant à l’allongement du télomère déjà décrit chez cette souche. Cependant, 
nous observons ici une différence de 500 pb entre les fragments de restriction terminale de 
la souche Yku70-MN et de la souche Rap1-MN. Cette différence est plus grande que celle 
observée dans l’étude des loci Y’ (figure 13A), où nous observions une différence 
d’environ 200 bp. 
En présence de calcium, dès les temps précoces d’induction de la MN, nous observons 
la génération de trois nouveaux fragments pour la souche Rap1-MN (**) et deux nouveaux 
fragments pour la souche Yku70-MN (**) (figure 14A). Pour chacune des deux souches, le 
fragment plus grand a une taille d’environ 3,1 kb, correspondant à une coupure par la MN, 
une centaine de paires de bases en amont du télomère dans l’élément XRC. Considérant la 
résolution de la technique de ChEC in vivo et les résultats du chapitre 1, du profil de 
coupure par la MN pour les souches MN-Rap1 et Yku70-MN au loci Y’ (figure 1B; 
figure 2B), nous pouvons supposer que la coupure générant un fragment de 3,1 kb depuis le 
site KpnI est issue des protéines de fusion Rap1-MN et Yku70-MN liées dans le voisinage 
de la jonction entre le télomère et la partie sous-télomérique. Ces observations appuient 
donc une position éventuelle du complexe yKu à proximité ou à l’intérieur de cette 
jonction. De plus, ce site de coupure observé est également à proximité de sites de liaison 
pour des facteurs de transcription généraux, Tbf1 et Reb1 (Fordyce et al., 2010; Lavoie et 
al., 2010), à moins de 10 pb. Ces facteurs de transcription sont connus pour se lier à des 
régions nommées STARs (subtelomeric anti-silencing region) qui sont des régions se 
trouvant à proximité du télomère et qui sont exemptes de répression de la transcription 
(Fourel et al., 1999) et dans lesquelles la chromatine est donc plus relâchée. Il est donc 
envisageable que ces sites soient plus sensibles à la MN. Une MN fusionnée à une protéine 
liée dans le voisinage de ces sites doit donc pouvoir accéder facilement à ces sites. 
Nous observons également un fragment à 2600 pb pour les deux souches et un 




pas conclure sur la présence ou non de ce fragment pour la souche Yku70-MN. Le site pour 
la coupure ayant généré le fragment de 2600 pb se situe à 80 pb environ en aval de 
l’ARS 300. Le site pour la coupure ayant généré le fragment de 2450 bp se situe 
exactement à l’intérieur de la séquence consensus de l’ARS 300 (ACS). À environ 70 bp en 
aval de la coupure générant le fragment à 2600 pb, se trouve un site de liaison à la 
protéine Rap1 (Lieb et al., 2001; Foat et al., 2007). Le fragment pourrait être généré via 
une coupure par la protéine fusion Rap1-MN liée à cette position. La coupure initiée par 
Yku70-MN, générant le fragment à 2600 pb, pourrait être dépendante d’une liaison de 
Yku80 à Sir4, elle-même liée à Rap1 à son site de liaison décrit plus haut. 
 
2.4 Étude de l’interaction de Rap1 et de yKu au télomère I-L par ChEC in vivo 
 
Pour l’étude du télomère I-L, nous avons utilisé cette fois-ci, à la place d’un fragment 
de sonde, un oligonucléotide radio-marqué, oT355 qui nous a été gracieusement donné par 
le laboratoire de la docteure Teresa Teixeira (Xu et al., 2013). Après l’expérience de ChEC 
in vivo, les ADN génomiques ont été isolés, et digérés par l’enzyme NdeI. Le Southern-blot 
a donc été réalisé en utilisant oT355, qui se lie directement en amont de l’élément sous-
télomérique XC. En absence de calcium, nous attendons un fragment étalé à une taille 
approximative de 1200 pb, correspondant au fragment de restriction terminale NdeI (figure 
15B). Pour la souche Yku70-MN, nous observons le FRT à la taille attendue (*). En 
revanche pour la souche Rap1-MN et comme observé précédemment (figure 13A; 
figure 14A), le FRT est plus grand, avec une taille d’environ 1700 pb (figure 15B). Nous 
observons une différence de 500 pb, comme précédemment. En plus du FRT, nous 
observons également trois autres fragments francs à environ 1400 pb, 1200 pb et 800 pb 
(flèches blanches). Nous avons vérifié d’autres sites potentiels d’hybridation de 
l’oligonucléotide oT355 avec l’option BLAST du site internet de la banque de données du 
génome de Saccharomyces cerevisiae (http://www.yeastgenome.org/) et nous trouvons que 
l’oligonucléotide lie avec une très bonne spécificité en amont d’éléments X de trois autres 








Figure 15. Profil de clivage des souches Rap1-MN et Yku70-MN au télomère I-L. 
Expérience de ChEC in vivo avec les souches Rap1-MN et Yku70-MN au télomère I-L. A. 
Les ADN génomiques ont été digérés par l’enzyme de restriction NdeI et la membrane a été 
hybridée avec l’oligonucléotide radio-marqué oT355 (trait noir épais : B). B. Pour les deux 
souches, l’ajout de Ca2+ a généré trois nouveaux fragments à 940 pb, 620 pb et 480 pb (**) 




oT355 se lie en amont du télomère XY’, Tel04R, avec une identité de séquence de 
100 %. Il génère un fragment de restriction NdeI-NdeI de 1346 pb, correspondant 
probablement à la taille de 1400 pb mesurée. De plus oT355, lie également en amont des 
télomères XY’, Tel09L et Tel10L avec une identité de séquence de 83 % pour chacun des 
deux. Il génère dans les deux cas un fragment de restriction NdeI-NdeI de 798 pb, 
correspondant probablement à la taille de 800 pb mesurée. 
En présence de calcium, les protéines fusion Rap1-MN et Yku70-MN génèrent un 






générant ce fragment est situé à environ 30 pb en amont du télomère dans l’élément XRC. 
Comme pour le résultat de la figure 14, la génération de ce fragment laisse supposer que la 
coupure par la MN est issue des protéines fusion liées à proximité de la jonction entre le 
télomère et la partie sous-télomérique. De plus, comme observé pour le télomère III-L, le 
site de coupure se trouve à l’intérieur d’un site de liaison pour le facteur de 
transcription Tbf1 (Lavoie et al., 2010) et à proximité d’un site de liaison pour le facteur de 
transcription Reb1 (Fordyce et al., 2010). 
Deux autres fragments sont également générés pour les deux souches, à 620 pb et 
480 pb. Entre les deux sites de clivage par la MN générant ces fragments se trouve un site 
de liaison pour la protéine Rap1 (Lieb et al., 2001; Foat et al., 2007), à environ 500 pb 
depuis le site de restriction NdeI. En amont de ce site de liaison à Rap1, se trouve un site de 
liaison au facteur de transcription Abf1 (Chen et al., 2008) à proximité de la coupure à 
480 pb et en aval, un site de liaison au facteur de transcription Tbf1 (Kellis et al., 2003), 
très proche du site de coupure à 620 pb. Nous supposons donc que depuis le site de 
liaison Rap1-MN, ces sites sont accessibles à la MN. Au niveau du site Rap1, se trouve 
également un site de liaison pour la protéine Sir4 (Foat et al., 2007), ce qui pourrait 
expliquer les observations faites pour la souche Yku70-MN, puisque Sir4 interagit avec le 
complexe yKu via la sous-unité Yku80. 
L’oligonucléotide oT355 n’étant pas spécifique au télomère I-L, nous ne pouvons pas 
exclure ici que les trois fragments générés après l’ajout de calcium puissent être issus des 
télomères XY’ IV-R, IX-L et X-L. Cependant, nous n’observons pas de perte de signal 
pour le fragment à 800 pb après l’ajout de calcium, nous pouvons d’ores et déjà exclure de 
potentielles coupures à l’intérieur du fragment de restriction NdeI-NdeI issu des télomères 
IX-L et X-L. En revanche, nous voyons une nette diminution du signal pour le fragment à 
1400 pb après ajout de calcium qui semble être issu du télomère IV-R. Après étude du 
fragment de restriction NdeI-NdeI, provenant de Tel04-R, nous avons constaté que le site 
potentiel de coupure qui pourrait générer le fragment à 940 bp, se trouve à une trentaine de 
paires de base des répétitions télomériques interstitielles qui séparent l’élément X de 
l’élément Y’ dans l’élément XRC. La coupure pourrait donc provenir des protéines fusions 




a été observé au chapitre 1 (figures 2B), concernant la liaison du complexe yKu aux 
répétitions télomériques interstitielles. 
Les fragments à 480 pb et 620 pb correspondraient à des coupures aux mêmes 
positions dans l’élément XC, que celles que nous avions observées pour le télomère I-L. De 
plus dans l’élément XC du télomère IV-R, se trouvent à proximité des sites de coupure 
potentiels également des sites de liaison pour la protéine Rap1 et la protéine Sir4 (Lieb et 
al., 2001; Foat et al., 2007), encadrés par des sites de liaison à des facteurs de transcription 
(Chen et al., 2008; Fordyce et al., 2010; Lavoie et al., 2010), comme référencé pour le 
télomère I-L. Ce résultat ne permet donc pas de déterminer si les fragments générés sont 





V CHAPITRE 3 
 





La plupart des cancers chez l’humain résultent, entre autres, d’une réactivation de la 
télomérase, conduisant à un allongement non souhaité de la taille des télomères. Les 
cellules pour lesquelles la télomérase est réactivée n’entrent pas en sénescence et se 
multiplient de façon anarchique, menant alors à la cancérisation. Cependant, dans certains 
cas de cancers, l’allongement des télomères n’est pas dû à une réactivation de la 
télomérase, mais est dépendant de mécanismes de recombinaison homologue. Les cellules 
cancéreuses dépendant de ce type de mécanisme pour l’allongement de leurs télomères sont 
appelées les cellules ALT (Alternative Lengthening of Telomere). Chez S. cerevisiae, un 
maintien de la longueur des télomères par ce type de mécanisme, en absence d’une 
télomérase fonctionnelle, a déjà été décrit. Les cellules maintenant la taille de leurs 
télomères par recombinaison homologue sont en fait des cellules post-sénescences que l’on 
nomme les survivants. Les survivants sont présents sous deux types, le type I et le type II. 
Nous nous intéresserons dans ce chapitre au comportement des survivants de type I qui 





1 MATÉRIEL ET MÉTHODES 
1.1 Souches 
 
L’ensemble des souches de cette étude est répertorié dans le tableau 2 en annexe. 
À partir de la souche haploïde RWY12 de type A, nous avons obtenu la souche MVL001, 
cette souche est une survivante post-sénescence de type I. Le gène TLC1 codant pour la 
sous-unité ARN de la télomérase est remplacé par le marqueur nutritionnel LEU2 dans la 
souche RWY12 par la méthode de délétion basée sur la PCR. En outre, cette souche 
contient le plasmide pAZ1 qui exprime une version sauvage du gène TLC1 et le marqueur 
auxotrophique URA3. RWY12 a été striée sur un milieu solide minimum Yc -URA. La 
croissance est réalisée trois jours à 30 °C. Cette première étape de croissance a permis de 
sélectionner uniquement les cellules exprimant le plasmide pAZ1. Les cellules ayant perdu 
le plasmide au cours des divisions cellulaires ne pousseront pas. Les colonies issues du 
milieu Yc -URA sont repiquées sur un milieu solide contenant l’acide 5-fluoro-orotique (5-
FOA) permettant de sélectionner les cellules qui ont perdu le plasmide pAZ1 et l’activité de 
la télomérase. Des colonies 5-FOA+ ont été sélectionnées et striées à nouveau sur un milieu 
solide YPD jusqu’à 60 générations (crise), au-delà de ces 60 générations, nous avons 
sélectionné les colonies les plus grosses devant maintenir leurs télomères par l’un des 
mécanismes de recombinaison homologue associée à la réplication dépendante d’une 
cassure double-brin (BIR); les types I ont été discriminés des types II par une expérience de 
Southern-blot. La souche SGY40 a été utilisée comme contrôle sauvage pour les 
expériences de suivi de croissance, de suivi du cycle cellulaire et d’analyse d’activation de 
la protéine de contrôle Rad53. 
La souche MVL003 est issue de la souche MVL001 dans laquelle le gène RAD9 a été 
remplacé par le gène auxotrophique TRP1. Les clones ont été vérifiés par PCR sur colonies 
en utilisant le couple d’amorces, TRP DWN-JCT-For et Rad 9 promo forward (annexe : 
tableau 3). La souche rad9Δ + pAZ1 est issue de la souche MVL003 transformée avec le 
plasmide pAZ1. Après la transformation, l’extrait de culture est étalé sur un milieu solide 
Yc-URA et poussé à 30 °C. Les colonies isolées sont sélectionnées et striées à nouveau sur 
un milieu Yc-URA. Nous avons réalisé 4 passages successifs jusqu’à atteindre 100 




blot, en utilisant une sonde radio-marquée pCT300. Pour l’étude de la phosphorylation de 
Rad53 dans un contexte cellulaire cdc13-1 rad9Δ, nous avons utilisé les souches cdc13-1 
TS 59a et cdc13-1 TS rad9Δ 41 a. 
 
1.2 Extraction d’ADN génomique, digestion d’ADN et Southern blot 
 
Les extractions d’ADN ont été effectuées à partir d’un aliquot de 3 ml de culture en 
YPD, en phase stationnaire. L’aliquot a été centrifugé et le culot resuspendu dans 200 µl de 
tampon de lyse (100 mM de Tris, pH8; 5 mM d’EDTA; 1 % SDS; 250 mM NaCl). Les 
cellules ont été mécaniquement cassées en utilisant des billes de verre et le Fast-prep -24 de 
chez MP Biomedicals à une vitesse de 5 m/s pendant 45 secondes, puis l’extrait cellulaire a 
été récupéré par centrifugation, et 300 µl de tampon de lyse ont été ajoutés à l’extrait. Une 
première étape de purification au phénol-chloroforme a alors été effectuée pour éliminer les 
protéines puis a été suivie d’une précipitation de l’ADN en ajoutant 1 ml d’éthanol 100 %. 
L’ADN a été précipité pendant 15 minutes à -20 °c. L’extrait a ensuite été centrifugé, lavé 
avec de l’éthanol 70 % et resuspendu dans 200 µl de tampon TNE (10 mM Tris, pH8; 
100 mM NaCl; 1 mM d’EDTA). Un traitement à la protéinase K a été réalisé pendant une 
heure à 37 °C. L’extrait a été une seconde fois purifié au phénol-chloroforme avant d’être 
précipité à l’éthanol 100 % pendant 15 minutes à -20 °C. Le culot a enfin été resuspendu 
dans 50 µl de H20. La concentration de l’ADN a été mesurée avec un fluorimètre. 500 ng 
d’ADN ont été digérés par l’enzyme de restriction XhoI puis les fragments d’ADN sont 
déposés sur un gel d’agarose à 0,6 % contenant du TBE et séparés par électrophorèse 
pendant une nuit. L’ADN a été transféré sur une membrane de nitrocellulose (Amersham 
Hybond-XL de GE Healthcare), celle-ci a ensuite été hybridée avec une sonde radio 
marquée, pCT300 qui lie spécifiquement les répétitions télomériques TG1-3. 
.  
1.3 Suivi de croissance des levures 
 
Le suivi de croissance des levures a été effectué en établissant des courbes de 




48 h, en se basant sur le protocole du laboratoire de l’équipe du docteur Conconi (Toussaint 
et Conconi, 2006). La veille, une colonie est repiquée dans 10 ml de milieu YPD liquide. 
Le lendemain, les cultures sont diluées et mises à pousser jusqu’à être en phase 
exponentielle. Nous prélevons 0,8.107 cellules/ml pour chaque culture. Les cultures ont été 
lavées avec de l’eau distillée, puis les culots ont été resuspendus dans 5 ml d’eau stérile. 
5 µl de culture ont été dilués dans 95 µl de milieu YPD liquide et déposés dans une plaque 
de 96 puits préalablement irradiée. La concentration initiale dans chaque puits est donc de 
0,4.105 cellules/ml. Pour chacune des souches étudiées, on réalise un triplicata 
expérimental. La plaque est placée dans le lecteur de plaque sous agitation à 30 °C. Les 
densités optiques ont été mesurées toutes les 10 minutes à une longueur d’onde de 660 nm. 
 
1.4 Étude de croissance 
 
Pour chacune des souches, il a été réalisé une courbe de croissance à partir des 
données collectées depuis le lecteur de plaque. La courbe de croissance a permis de calculer 
le temps de doublement de la population pour chaque souche à partir de la valeur de sa 
pente, ainsi que le temps de latence de chaque souche à partir de son ordonnée à l’origine et 
de sa pente. La moyenne des 6 premières valeurs de DO a été considérée comme étant la 
densité optique initiale (DOi). À partir des DO mesurées, nous avons calculé une DO 
corrigée dont la valeur est égale, à DO -0,1. Pour établir la courbe de croissance, nous 
avons calculé la valeur de Lb (DO corr./ DOi) en fonction du temps, Lb étant le logarithme 
binaire soit le logarithme sur une base de 2. L’utilisation d’une fonction logarithmique a 
permis de linéariser les données brutes facilitant l’évaluation du temps de doublement. À 
partir, des courbes de croissance pour chacun des réplicats, nous avons défini la pente de la 
courbe où la croissance est maximale (pente = Lb(t1)-Lb(t2)), ce qui a permis de calculer le 
temps de doublement (TD) de chacune des cultures (TD=Lb(2)/pente). Le temps de latence 
(TL) est défini comme étant le temps d’adaptation de la souche à son nouvel 
environnement. Le temps de latence est le temps correspondant à l’intersection entre la 
pente avec l’axe des X, TL= -(ordonnée à l’origine/pente). Ces valeurs ont été évaluées à 





1.5 Analyses par cytométrie en flux 
 
Les cultures ont été poussées une nuit à 30 °C dans un milieu YPD liquide. Le 
lendemain, elles ont été diluées à une concentration de 2.106 cellules/ml et mises à pousser 
à 30 °C jusqu’en phase exponentielle. 1,5 ml ont été prélevés, centrifugés et les culots ont 
été resuspendus dans 200 µl d’éthanol à 70 %. Les extraits ont été mélangés au vortex et le 
volume de chaque échantillon complété avec 1 ml d’éthanol à 100 %. Les extraits ont 
ensuite été incubés à -20 °C pendant une heure. Les cellules ont été centrifugées et les 
culots resuspendus dans 50 mM de sodium citrate auxquels ont été ajoutés 13 µl de RNase 
A à 10 mg/ml. Les échantillons ont été incubés une nuit à 37 °C au bain-marie puis 
centrifugés. Les culots ont été repris dans 1 ml de sodium citrate et 25 µl d’iodure de 
propidium à 1 mg/ml. Les échantillons ont été incubés à température ambiante pendant une 
heure dans le noir. Les cellules ont été centrifugées et resuspendues dans de l’iodure de 
propidium à 5 µg/ml de façon à obtenir une concentration finale de 5.106 cellules/ml. 
 
1.6 Extractions protéiques 
 
La veille, des pré-cultures en milieu liquide YPD ont été mises à pousser à 30 °C sous 
agitation. Le lendemain, les cultures ont été diluées à une concentration de 5.106 cellules/ml 
et poussées à nouveau à 30 °C jusqu’à atteindre la phase stationnaire. Les D.O ont été 
mesurées à une longueur d’onde de 660 nm et nous avons prélevé un volume équivalent à 
1.108 cellules/ml pour l’extraction protéique. Les cellules sont centrifugées et le culot est 
lavé dans 500 µl d’eau stérile. Les cellules sont à nouveau centrifugées et le culot est 
resuspendu dans 100 µl de tampon de lyse dénaturant, l’acide trichloroacétique à 20 % 
(TCA). Les cellules ont été lysées mécaniquement en ajoutant à l’extrait, des billes de verre 
et placées au Fast-prep -24 de chez MP Biomedicals à une vitesse de 5 m/s pendant 45 
secondes. L’extrait a été récupéré, centrifugé et le surnageant éliminé. Le culot a été 
resuspendu dans 200 µl de tampon (glycérol 10 %, Tris pH 8.8, SDS 20 %, beta 
mercaptoethanol, bleu de bromophénol). Les extraits ont été incubés à 100 °C pendant 5 
minutes, puis centrifugés et le surnageant a été conservé. Les extraits protéiques ont été 




1.7 Western-blot contre Rad53 
 
Les protéines ont été séparées sur un gel de polyacrylamide 8 %. Le gel de 
concentration a été réalisé en utilisant un mix d’acrylamide 30 %, une solution de TRIS 1M 
(pH 6,8), une solution de SDS 10 %, la réaction de polymérisation de l’acrylamide a été 
assurée par un mélange d’ammonium persulfate 10 % (APS) et de 
tetraméthyléthylènediamine (TEMED). Le gel de séparation à 8 % a été réalisé en utilisant 
un mix d’acrylamide 30 %, une solution de TRIS 1,5 M (pH 8,8), une solution de SDS 
10 %, de l’APS 10 % et du TEMED. Les protéines ont été déposées dans le gel à 120 V 
pendant 10 minutes puis à 160 V pendant 1 h 30. Les protéines ont ensuite été transférées 
sur une membrane de nitrocellulose (Amersham Protan Premium-0,45 µm NC de GE 
Healthcare) pendant 90 minutes à 250 mA constants. La membrane a alors été bloquée en 
l’incubant dans une solution contenant 2,5 g de lait en poudre et 50 ml d’une solution de 
phosphate salin contenant du tween 20 (PBST) pendant une heure sous agitation. La 
membrane a ensuite été incubée pendant une nuit à 4 °C avec l’anticorps primaire couplé à 
des antigènes de lapin dirigé contre Rad53 (D.Durocher, Samuel Lunenfeld, Toronto, 
Canada). La membrane a ensuite été lavée 3 fois pendant 10 minutes avec une solution de 
TBS (Tris-Buffered Saline) tween. L’anticorps secondaire anti-lapin couplé à la péroxydase 
du raifort (HRP) a été ajouté et la membrane était incubée pendant une heure à température 
ambiante. La membrane a à nouveau été lavée 3 fois pendant 10 minutes avec une solution 
de TBS tween et le signal a enfin été révélé en exposant la membrane, préalablement 







2.1 Obtention des survivants de type I et de type II 
 
L’étude de la croissance lente des survivants de type I a nécessité la construction de 
souches qui ont perdu l’activité de la télomérase et qui maintiennent leurs télomères par 
recombinaison homologue. À partir de la souche RWY12; ayant perdu l’activité de la 
télomérase par délétion du gène TLC1 qui encode la sous-unité ARN de la télomérase et 
exprimant le plasmide pAZ1 qui porte une copie sauvage de TLC1; nous avons effectué 
plusieurs étapes de croissance sur différents milieux. Une première étape de croissance sur 
un milieu minimum Yc-URA a permis de sélectionner les cellules ayant le plasmide pAZ1 
porteur de la version sauvage de TLC1 et du marqueur auxotrophique URA3. Une seconde 
étape sur un milieu 5-FOA a permis de sélectionner les cellules ayant perdu le plasmide et 
donc l’activité de la télomérase. Les colonies 5-FOA+ étaient ensuite striées sur un milieu 
YPD, jusqu’à ce que les télomères atteignent une taille critique et que les cellules entrent en 
sénescence, à environ 60 générations. Au-delà de 60 générations, nous avons sélectionné 
les colonies qui sont parvenues à pousser, il s’agit des survivantes post-sénescences. Afin 
de discriminer les survivants de type I des survivants de type II, un Southern blot a été 
réalisé, en utilisant l’enzyme de restriction XhoI pour digérer les ADN génomiques et la 
sonde radio-marquée pCT300 pour l’hybridation de la membrane de nitrocellulose 
(figure 16). Le site de restriction XhoI est très conservé dans les éléments sous-
télomériques Y’, son utilisation est donc un excellent marqueur dans l’étude du phénotype 
télomérique général de la souche. Les deux types de survivants se distinguant par la 
structure de leurs télomères, il est aisé de les discriminer par une expérience de Southern-
blot en utilisant une sonde radio-marquée qui lie spécifiquement les répétitions 
télomériques, telle que pCT300. Les télomères de type I sont essentiellement maintenus par 
l’acquisition de séquences sous-télomériques Y’ (encadré bleu, figure 16). De plus, les 
répétitions télomériques chez les types I ont une taille considérablement plus petite 
(encadré rouge, figure 16) que celle observée pour des cellules exprimant la télomérase et 








Figure 16. Vérification de l’obtention des survivants par Southern-blot. 
L’ADN génomique total est isolé et digéré par l’enzyme de restriction XhoI. Les fragments 
d’ADN sont déposés sur un gel d’agarose et séparés par électrophorèse puis ils sont 
transférés sur une membrane de nitrocellulose. L’hybridation est réalisée avec une 
sonde pCT300 radio-marquée, représentée par un trait noir épais sur le schéma, elle lie 
spécifiquement les répétitions télomériques. Les clones 1, 2 et 8 sont encore en sénescence. 
Les clones 3 et 4 sont des survivants de type I. Les clones 5,6 et 7 sont des survivants de 
type II. 
 
Cet aspect est particulièrement observable sur la figure 16 où le signal du fragment de 
restriction terminal est moins intense que pour la souche sauvage, traduisant le fait que la 
partie télomérique des survivants de type I est plus courte. Chez les survivants de type II, 






homologue des télomères eux-mêmes. L’élongation des télomères est très variable d’une 
extrémité à l’autre et peut atteindre jusqu’à 10 kb.  
 
2.2 Analyse de la croissance des survivants de type I 
 
Nous avons donc sélectionné les clones 3 et 4 pour les survivants de type I et les 
clones 7 et 8 pour les survivants de type II. Nous avons strié ces quatre clones sur un milieu 
YPD et constaté la formation de colonies beaucoup plus petites pour les survivants de type 
I par rapport aux survivants de type II (données non montrées). Cette différence de taille 
témoigne d’un problème de croissance pour les survivants de type I. La taille des télomères 
chez les survivants de type I pourrait contribuer au fait que la croissance est plus lente. 
Afin d’étudier le profil de la croissance lente des survivants de type I, nous avons 
réalisé un suivi de croissance sur 48h à 30 °C, à l’aide d’un lecteur de plaques de 96 puits, 
pour le clone 3 (MVL001) des survivants de type I et nous avons utilisé comme contrôle la 
souche sauvage SGY40. Les courbes de croissance, les valeurs de temps de doublement et 
de temps de latence ont été évalués selon la méthode détaillée dans le matériel et méthode 
de ce chapitre à la rubrique « étude de croissance ». 
Il est à noter ici que les courbes représentent une courbe moyenne de deux réplicats 
pour la souche sauvage et de trois réplicats pour la souche de type I. Nous avons observé un 
délai de croissance pour le survivant de type I par rapport à la souche sauvage. La vitesse 
de croissance exponentielle pour le survivant de type I est également plus faible que celle 
observée pour la souche sauvage. La souche sauvage atteint la phase stationnaire après 
environ 15 h de croissance, alors le survivant de type I ne l’atteint qu’à environ 25 h de 








Figure 17. Courbe de croissance de la souche sauvage et du survivant de type I. 
Les cellules ont été inoculées en milieu YPD dans une plaque 96 puits. Le suivi de 
croissance a été réalisé avec un lecteur de plaques. Les DO ont été mesurées toutes les 10 
minutes pendant 48 heures. La DOi a été définie comme étant la moyenne des DO pendant 
les 50 premières minutes de l’expérience. La croissance est évaluée comme étant la valeur 
Lb (DO/DOi) en fonction du temps en heures. 
 
À partir des courbes de croissance et des valeurs de pentes et d’ordonnées à 
l’origine obtenues pour chacun des réplicats, nous avons calculé les temps de doublement 
et de latence moyens pour chacune de ces deux souches (figure 18). La souche sauvage 
montre un temps de doublement de sa population d’environ 1 h 30, alors que le temps de 
doublement des survivants de type I est le double avec une valeur de 3 h (figure 18A). De 
plus, la souche sauvage présente un temps de latence de 2 h 15, alors que celui de la souche 
survivante de type I est de 3 h 15 (figure 18B). Les survivants de type I présentent donc un 
important défaut de croissance par rapport à une souche sauvage pour laquelle les télomères 
sont maintenus grâce à l’activité de la télomérase. Afin de nous assurer de la bonne linéarité 
de la zone de la courbe qui a servi à évaluer la valeur de la pente dont sont issus les temps 
de doublement et de latence, nous avons calculé les coefficients de détermination des 
relations entre la croissance linéarisée et le terme linéaire du temps : R2souche sauvage = 0,99 et 








Figure 18. Temps de doublement et de latence pour la souche sauvage et le type I. 
Les temps de doublement et de latence sont représentés en noir pour la souche sauvage et 
en gris pour le survivant de type I. Ces valeurs ont été déterminées à partir des courbes de 
croissance (figure 17). A Les temps de doublement des deux populations ont été déterminés 
en calculant au préalable la valeur de la pente au maximum de la croissance à partir des 
courbes de croissance. TD= Lb(2)/pente. B Les temps de latence ont été déterminés en 
calculant la valeur de la pente et l’ordonnée à l’origine de chacune des courbes de 
croissance. TL= -(ordonnée à l’origine/pente). 
 
2.3 Délai en phase G2/M du cycle cellulaire pour les survivants de type I 
 
Dans le but de comprendre le retard de croissance observé chez les survivants de type 
I par rapport à la souche sauvage, nous avons étudié la répartition dans les phases du cycle 
cellulaire, des cellules de la souche sauvage et des cellules de la souche survivante de type I 
par cytométrie en flux. Nous avons utilisé des populations cellulaires asynchrones. Pour 
nos études de cycle cellulaire, les cellules sont colorées avec un fluorochrome classique, 
l’iodure de propidium (IP), qui permet le marquage de cellules fixées. Cet intercalant lie 
indifféremment l’ADN et l’ARN. Une fois l’IP lié, il subit un changement de conformation 
et devient 40 fois plus brillant qu’initialement. L’IP présente un large spectre d’émission 
avec un pic dans l’orange, à 620 nm. La répartition dans les différentes phases du cycle 






(figure 19). Les souches utilisées pour nos expériences sont des souches haploïdes. Plus la 
quantité de matériel génétique est importante, plus la fluorescence l’est aussi. Le pic à 
gauche correspond donc à des cellules n’ayant pas encore subi la réplication avec un 
matériel génétique à 1n, ces cellules sont en phase G1. Le pic à droite, correspond à des 
cellules post-réplicatives, ayant doublé leur matériel génétique (2n) et n’ayant pas encore 
subi la mitose. La souche sauvage, à gauche, présente un profil de répartition cellulaire 
classique dans les différentes phases du cycle cellulaire pour une population de cellules 
sauvages et asynchrones (figure 19A). Les survivants de type I, à droite, présentent une 
accumulation de cellules dans la phase G2/M du cycle cellulaire au détriment de la 
phase G1 (figure 19B). Les cellules sont retardées en phase G2/M, expliquant le temps de 







Figure 19. Étude du cycle cellulaire pour la souche sauvage et le type I. 
L’étude du cycle cellulaire a été réalisée par cytométrie en flux chez deux souches 
haploïdes et asynchrones, en utilisant le fluorochrome, l’iodure de propidium comme 
intercalant. A Répartition des cellules au travers du cycle cellulaire pour la souche sauvage. 
B Répartition des cellules au travers du cycle cellulaire pour la souche survivante de type I. 
A et B Les différentes phases sont représentées sur la figure. 
 
2.4 Activation constitutive de Rad53 chez les survivants de type I 
 
Chez S. cerevisiae, la génération d’un dommage à l’ADN, telle qu’une cassure 
double brin ou encore un problème réplicatif, va être le précurseur de l’activation de la 
cascade des protéines de contrôle (figure 20), conduisant à un arrêt du cycle cellulaire 
(Allen et al., 1994; Weinert et al., 1994). Ce processus est essentiel à la survie de la cellule, 
lui permettant de mettre en place des mécanismes de réparation adaptés pour résoudre ces 
dommages. La réparation des cassures double brin chez la levure bourgeonnante est 
dépendante de deux mécanismes principaux, la recombinaison homologue et la NHEJ 
(Peterson et Côté, 2004). L’extrémité des chromosomes chez les eucaryotes pourrait 
s’apparenter en termes de structure d’ADN à une cassure double brin d’ADN où pourrait 
s’opérer des évènements de réparation non souhaitables pour la cellule, par HRR ou NHEJ. 
Cependant, la présence des protéines télomériques permet à la cellule de faire la distinction 
entre l’extrémité du chromosome et des DSBs. Le maintien de cette structure 
nucléoprotéique est donc essentiel au maintien de l’intégrité du génome et protège 






1938; McClintock, 1939). Les survivants de type I présentent un délai de croissance avec 
une accumulation de cellules en phase G2/M du cycle cellulaire. Un arrêt du cycle 
cellulaire en phase G2/M peut être induit par la présence d’un dommage à l’ADN. Lors 
d’un dommage à l’ADN, la cascade des protéines de contrôle du cycle cellulaire est activée 
via la voie dépendante de Rad9 (figure 20). À la cassure, la protéine adaptatrice Rad9 est 
phosphorylée à de multiples sites par l’orthologue d’ATR chez l’humain, Mec1, permettant 
ainsi le recrutement de Rad53 à proximité de la cassure. Rad53 serait alors 
hyperphosphorylée par Mec1, cette phosphorylation stimulerait le processus de trans 
autophosphorylation de Rad53, rendant ainsi la protéine complètement active (Sweeney et 
al., 2005). Une fois active Rad53 bloque la dégradation de la sécurine Pds1 en inhibant la 
dissociation de l’interaction de cette dernière avec la protéine Cdc20 qui agit avec le 
complexe APC/C, une ubiquitine-protéine ligase qui promeut la dégradation de Pds1 via 
son ubiquitinylation. Pds1 forme un complexe avec la protéine Esp1 et inhibe ainsi son 
activité. Esp1 est une séparase qui permet la dissociation de Mcd1, une sous-unité du 
complexe des cohésine, des chromatides sœurs et finalement la transition métaphase-
anaphase durant la mitose (Ciosk et al., 1998; Agarwal et al., 2003; Palou et al., 2015). Les 
télomères chez les survivants de type I sont très courts, entraînant une perte de l’intégrité du 
capuchon télomérique. Nous avons donc supposé que l’extrémité télomérique étant 
déprotégée, elle devait être reconnue comme une cassure double-brin de l’ADN par la 
cellule. Le délai observé en phase G2/M devrait donc refléter une activation des protéines 







Figure 20. Cascade d’activation des protéines de point de contrôle. 
Des cassures double-brin de l’ADN ou un problème réplicatif sont une altération de l’ADN 
qui va nécessiter l’arrêt du cycle cellulaire, essentiel à la réparation. Selon le type 
d’altération, les protéines kinases nécessaires à la transmission du signal, Rad53 et Chk1 
vont être activées par Rad9 ou Mrc1, pour un dommage ou pour un problème réplicatif, 
respectivement. L’activation de Rad53 va permettre l’activation de la polo-like 
kinase Cdc5, essentielle à l’arrêt du cycle cellulaire en mitose, grâce à l’inhibition du 
complexe formé par les cyclines B et Cdc28. Chk1 et Rad53 permettent l’activation de 
Pds1, nécessaire à l’inhibition de la transition métaphase-anaphase et à l’arrêt du cycle 
cellulaire en mitose. 
 
Nous avons donc proposé de vérifier l’état de phosphorylation de la protéine 
kinase Rad53 chez une souche sauvage et chez les survivants de type I, en présence et en 
absence de phléomycine. La phléomycine est un antibiotique de la même famille que la 
bléomycine, il s’intercale dans la double hélice d’ADN et conduit à la formation de 
dommages, notamment des cassures double brin (Moore, 1988). Chez la souche sauvage, 
en présence de phléomycine (figure 21), la protéine Rad53 présente une différence de 
mobilité à travers le gel de polyacrylamide, reflétant un état de phosphorylation supérieur à 
celui observé en absence de phléomycine. Rad53 est alors active. Chez les survivants de 






souche sauvage. En absence de phléomycine, une portion de la protéine Rad53 est 
phosphorylée à un niveau d’activation, et la portion majoritaire restante reste inactive. Ce 
résultat peut montrer deux choses : 1. L’ensemble des survivants de type I présente une 
portion de la molécule Rad53 constitutivement active, ou 2. Une partie des survivants de 
type I ont la molécule Rad53 phosphorylée à son niveau d’activité. 
 
 
Figure 21. Rad53 est constitutivement activée chez les survivants de type I. 
Analyse de l’activité et de la phosphorylation de Rad53 avant et après traitement à la 
phléomycine chez une souche sauvage et chez les survivants de type I. Les protéines ont été 
extraites dans un tampon TCA et séparées sur un gel de polyacrylamide. La 
phosphorylation de Rad53 était estimée grâce à l’étude de la mobilité de la protéine à 
travers le gel après l’expérience de Western blot. 
 
2.5 Amélioration de la croissance des survivants de type I dans un mutant rad9Δ 
 
Le délai de croissance des survivants de type I corrèle avec une activation 
constitutive d’une portion de la protéine de contrôle Rad53 ou bien une activation 
constitutive de Rad53 dans une partie des cellules qui sont survivantes de type I. Dans ces 
cellules, les télomères sont très courts et déprotégés. L’hyper phosphorylation de Rad53 
observée pourrait donc être due au fait que les télomères courts sont reconnus comme des 
cassures double-brin de l’ADN par les mécanismes de contrôle et de réparation. Des 
cassures double-brin de l’ADN en phase G1 et G2/M conduisent à l’activation de Rad53 
dépendante de Rad9 (Sun et al., 1996). Nous avons donc étudié la croissance des survivants 
de type I chez un mutant rad9Δ. Il est à noter ici que les courbes représentent une courbe 
moyenne de trois réplicats pour la souche de type I et de deux réplicats pour la souche de 
type I rad9Δ. La délétion du gène RAD9 améliore la croissance des survivants de type I 
(figure 22A). Les survivants de type I atteignent la phase stationnaire après 25 heures de 






la phase stationnaire aux alentours de 21 heures de croissance, ce qui reste malgré tout bien 
supérieur à ce que nous observons pour la souche sauvage (15 heures) (figure 22A). 
 
 
Figure 22. La croissance des survivants de type I est améliorée dans un mutant rad9Δ. 
A Courbes de croissance pour les survivants de type I (gris) et pour les survivants de type I 
ayant la délétion du gène RAD9 (noir). Les courbes de croissance ont été réalisées de la 
même façon que celles de la figure 17. B et C Temps de doublement et de latence en heures 
pour les survivants de type I (gris) et pour les survivants de type I ayant la délétion du 
gène RAD9 (noir). Ces valeurs ont été déterminées à partir de la courbe de la figure 22A et 
de la même façon que celle de la figure 18. 
 
Dans cette expérience, les survivants de type I présentent un temps de doublement 
d’approximativement 3 heures (figure 22B), ce que nous avions déjà observé à la 
figure 18A. Le temps de doublement pour les survivants de type I ayant la délétion rad9Δ, 
est raccourci à environ 2 heures. Cependant, le temps de doublement est tout de même plus 
élevé que ce qui avait été observé pour la souche sauvage à la figure 18A (1 h 30). Le 
temps de latence des survivants de type I ayant la délétion rad9Δ est grandement amélioré, 
puisque l’on observe un raccourcissement du temps de 3 h 30 à 1 h 20 ce qui est une petite 
amélioration par rapport à ce qui était observé pour la souche sauvage à la figure 18B 






des survivants de type I. Le calcul des valeurs de R2 a été effectué : R2 type I = 0,990 et R2 
type I rad9Δ = 0,998 
 
2.6 rad9Δ restaure la progression à travers les phases du cycle cellulaire 
 
Nous avons étudié la répartition des cellules à travers le cycle cellulaire de 
populations asynchrones, pour des survivants de type I et des survivants de type I ayant la 
délétion rad9Δ, par cytométrie en flux. Nous observons un retour à un profil semblable à 
celui observé pour la souche sauvage à la figure 19A pour le mutant rad9Δ (figure 23B). La 
délétion du gène RAD9 semble donc restreindre l’arrêt en phase G2/M des survivants de 
type I. 
 
Figure 23. Étude du cycle cellulaire pour le type I RAD9 et le type I rad9Δ. 
L’étude du cycle cellulaire a été réalisée de la même façon que pour la figure19. A 
Répartition des cellules au travers du cycle cellulaire pour les survivants de type I RAD9. B 
Répartition des cellules au travers du cycle cellulaire pour les survivants de type I rad9Δ. 
 
2.7 Activation de Rad53 chez des types I rad9Δ en présence de phléomycine 
 
La délétion de RAD9 améliore la croissance des survivants de type I. L’expérience de 
cytométrie en flux montre que la délétion du gène RAD9 permet un retour à un profil de 
cycle cellulaire proche de celui observé pour la souche sauvage. Néanmoins, le temps de 
doublement de population pour le mutant rad9Δ reste supérieur à celui observé pour la 






en phase G2/M pour ce mutant. Ces résultats portent à penser que la protéine de 
contrôle Rad53 est encore active chez les survivants de type I rad9Δ. Nous avons étudié le 
niveau de phosphorylation de la protéine kinase Rad53, chez une souche sauvage, chez les 
survivants de type I rad9Δ et chez les survivants de type I RAD9. L’expérience a été 
réalisée dans les mêmes conditions que celle de la figure 21, en absence et en présence de 
phléomycine (figure 24). 
 
 
Figure 24. Étude de la phosphorylation de Rad53 chez trois souches différentes. 
Analyse de l’activité et de la phosphorylation de Rad53 en absence et en présence de 
phléomycine chez une souche sauvage, chez les survivants de type I rad9Δ et chez les 
survivants de type I RAD9. L’expérience a été réalisée dans les mêmes conditions que 
celles utilisées pour la figure 21. 
 
Comme observé à la figure 21, Rad53 est phosphorylée à un niveau supérieur en 
absence de phléomycine chez les survivants de type I par rapport à la souche sauvage. En 
présence de la délétion du gène RAD9 et en absence de phléomycine, Rad53 présente un 
niveau de phosphorylation chez les survivants de type I identique à celui de la souche 
sauvage. La délétion de RAD9 semble donc réduire le niveau d’activation de Rad53. 
Cependant, malgré cette délétion, en présence de phléomycine, Rad53 est phosphorylée à 
un niveau comparable à celui observé chez les survivants de type I en absence de 
phléomycine. La phléomycine est une drogue provoquant des cassures double-brin de 
l’ADN. Au regard des résultats obtenus, nous pouvons formuler deux hypothèses, la 
première étant que l’état de phosphorylation observé pour les survivants de type I rad9Δ, en 
présence de phléomycine n’est pas associé au type cellulaire, mais seulement dû à la 
phléomycine elle-même, qui induirait d’autres dommages que des cassures double-brin de 





de l’état de phosphorylation de Rad53 chez les survivants de type I rad9Δ traités à la 
phléomycine. 
 
2.8 Activation de Rad53 chez une souche rad9Δ+ pAZ1 
 
Afin de vérifier l’hypothèse numéro 1, évoquée au-dessus, la souche survivante de 
type I rad9Δ a été transformée avec le plasmide pAZ1. Ce plasmide exprime TLC1, le gène 
qui code pour la sous-unité ARN de la télomérase. L’expression de Tlc1 a permis de 
restaurer l’activité de la télomérase dans la souche de type I rad9Δ. Le but est de rétablir un 
phénotype télomérique sauvage chez cette souche. Le profil télomérique a été étudié à 25 , 
50 , 75 et 100 générations après la transformation avec le plasmide pAZ1. Nous observons 
que pour 25 , 50 , 75 et 100 générations la taille du fragment de restriction terminal (FRT) 
contenant l’extrémité télomérique est rétablie (pistes 5-8 figure 25), cependant le phénotype 
télomérique n’est pas comparable à celui des souches sauvages (pistes 1, 2) pour lesquelles 
on observe dans le haut du gel des fragments de restriction qui correspondent aux éléments 
sous-télomériques (X et Y’). Ces fragments ne sont pas observés dans les pistes 5, 6, 7 et 8. 
Afin d’observer la restauration complète d’un phénotype télomérique sauvage, il aurait 
fallu se rendre jusqu’à 200 générations après la transformation par le plasmide pAZ1, 






Figure 25. Restauration du profil télomérique sauvage de la souche rad9Δ + pAZ1. 
L’expérience a été réalisée dans les mêmes conditions que celles de la figure 16. Les 
pistes 1 et 2 représentent un profil télomérique issu de souches sauvages. Les pistes 3 et 4 
représentent un profil télomérique survivant de type I avec une amplification des éléments 
Y’ et un FRT court. Les pistes 5, 6, 7 et 8 représentent les profils télomériques de la souche 
de type I rad9Δ après ajout du plasmide pAZ1 à 25 , 50 , 75 et 100 générations. 
 
Nous avons donc rétabli une taille de télomère comparable à une souche sauvage 
dans cette nouvelle souche et qui va nous servir à comparer les niveaux de phosphorylation 
de Rad53 entre elle et les deux souches de type I, RAD9 et rad9Δ. 
L’expérience a été réalisée en absence et en présence de phléomycine. Chez les survivants 
de type I rad9Δ en absence de phléomycine, nous observons qu’une fraction des molécules 
de Rad53 est hyperphosphorylée (figure 26), comme cela avait déjà été observé à la 
figure 24. Cependant, nous observons également cette hyperphosphorylation d’une fraction 
de Rad53 pour la souche TLC1 type I rad9Δ en présence de phléomycine. Ces observations 
suggèrent que l’état d’hyperphosphorylation de Rad53 en présence de phléomycine chez les 






phléomycine elle-même. De plus, nous observons une plus grande portion de 
molécules Rad53 sous leur forme active en présence de phléomycine dans la souche TLC1 
type I rad9Δ que dans la souche tlc1Δ type I rad9Δ. La phléomycine crée des cassures à 
l’ADN dans l’ensemble du génome. Mec1est requise aux sites de cassures pour permettre 
l’arrêt du cycle via l’activation notamment de Rad53. Mec1 est également connue pour lier 
les télomères préférentiellement courts (Takata et al., 2004). Ici en restaurant le profil 
télomérique sauvage par l’ajout de TLC1, les télomères étant plus longs, en présence de 
phléomycine, les molécules de Mec1 sont probablement déplacées aux sites de cassures où 
elles induisent l’activation de Rad53 via une voie indépendante de Rad9, comme Mrc1. 
Ceci pourrait expliquer pourquoi nous observons une portion plus élevée de 
protéines Rad53 actives dans la souche TLC1 type I rad9Δ que dans la souche tlc1Δ type 
I rad9Δ où Mec1 est probablement monopolisée aux télomères courts. 
 
 
Figure 26. Étude de la phosphorylation de Rad53 chez trois souches différentes. 
Analyse de l’activité et de la phosphorylation de Rad53 en absence et en présence de 
phléomycine chez la souche TLC1 rad9Δ, chez les survivants de type I RAD9 et chez les 
survivants de type I rad9Δ. L’expérience a été réalisée dans les mêmes conditions que 
celles utilisées pour la figure 24. 
 
2.9 Activation de Rad53 chez des souches cdc13-1 et cdc13-1 rad9Δ 
 
CDC13 est un gène essentiel encodant pour la protéine Cdc13 qui lie le simple 
brin 3’ télomérique riche en guanines. Chez la levure bourgeonnante, en présence de 
l’allèle thermosensible cdc13-1 à une température restrictive, la résection du brin riche en C 
va entraîner une extension du simple brin riche en G et un dysfonctionnement du télomère. 






l’activation de Rad53 dans les cellules cdc13-1 (Garvik et al., 1995). Nous avons étudié 
l’état de phosphorylation de Rad53 pour une souche portant l’allèle cdc13-1 et une souche 
portant l’allèle cdc13-1, ainsi que la délétion rad9Δ. Cette expérience a été réalisée en 
absence et en présence de phléomycine dans les mêmes conditions que celles décrites 
précédemment. La souche cdc13-1 RAD9 présente un état d’hyperphosphorylation de 
Rad53 en absence et en présence de phléomycine (figure 27). 
 
 
Figure 27. Phosphorylation de Rad53 chez les souches cdc13-1 RAD9 et cdc13-1 rad9Δ. 
Analyse de l’activité et de la phosphorylation de Rad53 en absence et en présence de 
phléomycine chez les souches cdc13-1 RAD9 et cdc13-1 rad9Δ. L’expérience a été réalisée 
dans les mêmes conditions que celles utilisées précédemment. 
 
La souche cdc13-1 rad9Δ, ne présente pas d’hyperphosphorylation de Rad53 
lorsqu’elle n’est pas traitée à la phléomycine. En revanche suite à une exposition à la 
drogue, nous observons une hyperphosphorylation de Rad53, malgré la délétion du 
gène RAD9. Ces observations appuient l’hypothèse que l’hyperphosphorylation de Rad53 
observée chez les survivants de type I portant la délétion rad9Δ, en présence de 










1 CHAPITRE 1 
 
Le complexe Ku est un hétérodimère très bien conservé chez les eucaryotes. Il 
présente un rôle clé dans le mécanisme de réparation de la NHEJ puisque suite à une 
cassure double-brin de l’ADN il est le premier facteur recruté. Il se lie à chacune des deux 
extrémités de la cassure de façon site non spécifique en formant un anneau autour de la 
double hélice d’ADN et est capable de glisser le long de celle-ci (Walker et al., 2001). La 
NHEJ mène à la réparation des DSBs par une ligation directe entre les deux extrémités de 
la cassure. Outre, le rôle du complexe dans la NHEJ, il a également été identifié comme 
étant associé aux télomères chez plusieurs espèces, notamment chez S. cerevisiae et chez 
les mammifères (Gravel et al., 1998; Downs et Jackson, 2004). Chez la levure 
bourgeonnante, il a été décrit dans plusieurs fonctions du télomère qui sont essentielles à 
l’intégrité de l’extrémité chromosomique. L’implication du complexe Ku à la fois dans la 
réparation des DSBs et ses rôles aux télomères apparaissent comme étant un paradoxe. 
Comment sa présence peut-elle être nécessaire à la stabilité du télomère sans mener à des 
fusions interchromosomiques qui pourraient être néfastes pour la cellule ? Ce chapitre axé 
sur la localisation du complexe yKu aux télomères de type XY’ chez la levure par la 
technique de ChEC in vivo nous a permis d’apporter quelques éléments de réponse à cette 
question. 
 
1.1 Application de la technique de ChEC in vivo aux télomères 
 
 La technique de ChEC in vivo a déjà été appliquée chez S. cerevisiae dans des 
études antérieures à la nôtre. Couplée avec des traitements au psoralène, elle a notamment 
été utilisée dans plusieurs études de la structure de la chromatine des gènes ribosomaux 
(Merz et al., 2008; Goetze et al., 2010; Tremblay et al., 2014). La technique de ChEC a 
également été utilisée pour suivre la liaison de protéines de la recombinaison homologue 
aux fourches de réplication durant le cycle cellulaire. Dans cette étude, la MN était 




groupe a utilisé cette technique couplée avec du séquençage à haut débit (ChEC seq) afin 
d’analyser les sites de liaison de facteurs de transcription, notamment la protéine Rap1 
(Zentner et al., 2015). Le groupe du professeur Laemmli a déjà adapté cette technique aux 
télomères. Dans cette étude, ils proposaient d’étudier le repliement potentiel du télomère en 
ciblant le télomère Tel07L modifié dans lequel ont été insérées des séquences de liaison 
UAS gal pour le facteur de transcription Gal4 directement en amont du télomère. En amont 
de celles-ci se trouve le gène URA3. Par le passé, il a été montré que la transcription du 
gène URA3 à Tel07L modifié est active et il a été supposé que cette activation est 
dépendante d’un repliement du télomère permettant à Gal4 liée aux sites UAS gal 
d’atteindre le promoteur de URA3 (Strahl-Bolsinger et al., 1997; de Bruin et al., 2001). Ils 
ont donc analysé le profil de coupure par Gal4-MN à ce locus chez une souche sauvage et 
chez une souche sir3Δ dans laquelle le repliement est supposément aboli. Gal4-MN a 
généré une coupure en amont d’URA3 indépendamment de la délétion de SIR3. Ces 
observations les ont amenés à la conclusion que la coupure générée n’était pas inhérente à 
un repliement, mais simplement due à la présence des sites UAS gal auxquels se lie Gal4-
MN, permettant d’étendre les coupures par la MN à l’intérieur du gène URA3 (Schmid et 
al., 2004). 
Afin de nous assurer de la bonne spécificité de l’application de cette technique aux 
télomères, nous avons en premier lieu analysé les sites de liaison du facteur de 
transcription Rap1 aux loci HIS4 et RPL21a. Rap1 est également une protéine télomérique 
de liaison à l’ADN double-brin. Aux loci mentionnés en haut, Rap1 présente des sites de 
liaison bien connus pour son rôle de facteur de transcription (Yu et Morse, 1999; Lieb et 
al., 2001). Pour cela nous avons utilisé la construction MN-Rap1 (figures 1A et S1B). Aux 
temps précoces d’induction de la MN par l’ajout d’ion Ca2+, nous avons observé la 
génération de nouveaux fragments correspondants à des coupures par la MN fusionnée à 
Rap1 à proximité des sites consensus de liaison de la protéine. L’ajout de calcium a généré 
également d’autres fragments présentant des signaux plus faibles ou bien apparaissant plus 
tardivement. Deux hypothèses sont proposées pour expliquer l’apparition de ces fragments. 
La première étant que ces fragments ont été produits à des sites hautement sensibles à la 
MN (Telford et Stewart, 1989) et ne sont pas spécifiques à la liaison de Rap1 comme cela a 




sites de clivage générant ces fragments pourraient être des sites de liaison faibles de la 
protéine. Ces sites ont précédemment été décrits par l’équipe du docteur Steven Henikoff à 
travers l’étude des sites de liaison des facteurs de transcription par ChEC-seq (Zentner et 
al., 2015). Dans cette étude, ils ont fait la distinction entre deux sortes de sites de liaison 
analysables par ChEC. D’une part les sites de liaison forts qui présentent un clivage rapide 
et robuste suite à l’ajout de calcium. D’autre part, les sites de liaison faibles reconnus par la 
protéine sur la base d’une morphologie similaire de l’ADN avec les sites forts, mais dont 
les séquences d’ADN ne sont pas identiques. 
Le fonctionnement de la construction MN-Rap1 ayant été validé à des sites 
consensus de Rap1 pour son rôle de facteur de transcription, elle a ensuite été utilisée en 
ciblant les extrémités télomériques de type XY’ (figure 1B). Suite à l’ajout d’ions Ca2+, la 
présence de la protéine fusion cause une diminution du signal correspondant au FRT et 
l’apparition de deux nouveaux fragments à 910 pb et 770 pb. Le fragment à 910 pb 
correspond à un clivage à l’intérieur ou à proximité de la jonction entre le télomère et la 
partie sous-télomérique. Considérant la résolution de la technique de ChEC (100-200 pb) 
(Schmid et al., 2004), nous supposons que le fragment à 770 pb correspond à un clivage à 
l’intérieur de la région sous-télomérique en amont du premier nucléosome par une molécule 
de MN-Rap1 liée aux répétitions télomériques et proximale à la partie STR. Comme 
attendu, nous avons observé la génération de fragments issus de coupure à l’intérieur des 
ITS entre les éléments sous-télomériques. Enfin, il a également était observé un fragment 
de faible signal à environ 2,5 kb. Ce fragment est également observé avec la construction 
contrôle GBD-MN (figure 1C), qui pourrait s’apparenter à une MN libre. En conséquence 
de quoi ce fragment correspond à une coupure à un site hautement sensible à la MN non 
spécifique d’une liaison de Rap1 et il nous permet d’exclure un potentiel site de liaison 
faible pour le facteur de transcription. La construction GBD-MN ne génère pas de 
nouveaux fragments dans les ITS. Ceux produits à partir du FRT ont des tailles plus petites 
que ceux observés avec MN-Rap1, correspondant à des coupures dans la région sous-
télomérique entre les nucléosomes. Ce profil de coupure s’apparente donc à ce que l’on 
pourrait observer avec une MN libre et n’est pas spécifique d’une liaison de GBD à 
l’extrémité chromosomique. L’ensemble de ces résultats nous a permis de statuer 




1.2 Liaisons du complexe yKu à l’intérieur des télomères et aux ITS 
 
Lorsque le complexe Ku est lié à l’ADN, le domaine α/β de Ku80 en N-terminal se 
présente vers l’intérieur du chromosome et le même domaine de la sous-unité Ku70 se 
présente vers l’extérieur du chromosome (Walker et al., 2001). Chez la levure 
bourgeonnante, il a été montré que cette orientation est nécessaire aux fonctions du 
complexe : des mutations dans le domaine α/β de Yku70 conduisent à une altération de la 
NHEJ (Ribes-Zamora et al., 2007). Dans le cadre de la NHEJ, l’orientation de Yku70 vers 
l’extrémité de la cassure semble donc essentielle pour assurer la réparation de la DSB. De 
plus chez la levure bourgeonnante, le complexe yKu est physiquement lié aux télomères 
(Gravel et al., 1998) où il y assure un certain nombre de fonctions. Contrairement aux 
DSBs, le mode de liaison du complexe n’est pas clair aux télomères. Il a en effet été 
proposé deux modes de liaison différents du complexe aux télomères. Le premier serait un 
mode de liaison direct à l’extrémité totale du télomère via le même mécanisme de liaison 
que celui observé pour la NHEJ et le second serait dépendant d’interactions protéiques avec 
la protéine Sir4 (Roy et al., 2004; Ribes-Zamora et al., 2007; Lopez et al., 2011; Hass et 
Zappulla, 2015). 
Les résultats de cette étude ont montré que le complexe yKu était capable de se lier 
à l’intérieur du télomère ainsi que dans les séquences télomériques interstitielles et pas 
simplement à la toute fin du télomère (figure 2B). Cette liaison du complexe à l’intérieur 
des répétitions a été validée par les observations faites à partir d’une molécule d’ADN 
circulaire contenant un bloc de répétitions TG1-3 généré après recombinaison depuis le 
télomère modifié Tel07L (figure 4D). Basé sur les hypothèses du mode de liaison du 
complexe, qui nécessite une extrémité double-brin libre pour se lier, nous avons supposé 
que les positions du complexe à l’intérieur du télomère et aux ITS pourraient être associées 
à une interaction avec Sir4. Il est à noter que les sites de coupures générés par Yku70-MN 
co-localisent avec ceux générés par MN-Rap1. Cette observation laisse supposer qu’en 
présence de calcium la MN va induire des coupures à des sites préférentiels où elle a 






1.3 Le mutant sir4Δ n’abolit pas la liaison de yKu 
 
Aux télomères XY’ et dans l’épisome, la délétion du gène SIR4 ou une 
mutation yku80-L140A mènent à une diminution, mais pas une abolition de coupure par la 
MN (figures 3A et C). Ces observations nous conduisent à conclure qu’en l’absence 
d’interaction entre la protéine Sir4 et yKu, ce dernier demeure lié aux télomères. Ces 
données sont appuyées par les observations faites par ChIP dans lesquelles la liaison de 
yKu est totalement perdue uniquement lorsque la capacité de liaison à l’ADN (yku80Δ36) 
et l’interaction avec Sir4 sont elles-mêmes perdues (figure 2C). Ces résultats laissent 
supposer qu’il existe au moins deux bassins de complexe yKu qui se différencient par leur 
mode de liaison, l’un dont le recrutement serait assuré par la protéine Sir4 et l’autre dont le 
recrutement serait indépendant de Sir4 et serait possible via le mode de liaison canonique 
du complexe yKu. 
Afin de s’assurer que les observations faites avec la délétion du gène SIR4 ne sont 
pas simplement liées à un changement de l’état de condensation de la chromatine, mais 
bien à une perte d’interaction avec le complexe, nous avons également testé ce mutant avec 
la souche MN-Rap1, ainsi que la délétion du gène SIR2 avec la souche Yku70-MN (figures 
3E et S3A). Dans les deux cas, nous avons également observé une diminution de la coupure 
par la MN, cependant cette diminution est beaucoup plus faible que celle observée pour la 
souche Yku70-MN sir4Δ. Ces observations appuient une dépendance à Sir4 pour la liaison 
de yKu. La diminution observée pour la souche MN-Rap1 sir4Δ pourrait s’expliquer par le 
fait que dans cette souche il y a une perte de la structure condensée de la chromatine qui 
pourrait mener à un éloignement de la molécule Rap1, liée aux répétitions TG1-3 dans le 
télomère, par rapport à ces sites de coupure préférentiels. Cette explication est également 
valable pour les observations faites avec la souche Yku70-MN sir2Δ. De plus, il est su que 
la délétion du gène SIR4 abolit la liaison des protéines Sir2 et Sir3 aux télomères, en 
revanche une délétion de SIR2 ou SIR3 n’abolit pas la liaison de Sir4, mais conduit 
seulement à sa diminution (Luo et al., 2002). Nous pouvons donc supposer que l’effet 
observé pour la souche Yku70-MN sir2Δ peut également être dû à une faible perte de la 





1.4 Indépendance de la direction des fourches de réplication 
 
 L’entièreté de la liaison du complexe aux télomères et aux ITS n’étant pas 
dépendante de Sir4 nous avons supposé que yKu pouvait donc se lier via un mode de 
liaison indépendant de Sir4. Nous avons donc proposé que le complexe puisse se lier à des 
cassures double-brin générées suite au passage de la fourche de réplication à l’intérieur de 
répétitions TG1-3. Nous avons plus précisément étudié l’influence de la direction des 
fourches sur le recrutement de yKu (figure 5). En effet, il a été montré dans une précédente 
étude que lorsque la synthèse du nouveau brin 3’ riche en G était prise en charge par la 
machinerie de réplication du brin précoce soit le sens naturel du passage de la fourche aux 
télomères, il s’ensuivait un arrêt de fourche menant à des DSBs (Anand et al., 2012). 
L’utilisation de deux plasmides linéaires constitués chacun d’un bloc de répétition 
télomérique à chaque extrémité et d’un troisième bloc à l’intérieur du plasmide nous a 
permis de montrer que le complexe yKu pouvait se lier dans le bloc interne 
indépendamment de la position de l’ARS. Ces observations nous conduisent à conclure que 
le recrutement du complexe suite au passage de la fourche ne semble pas être dépendant de 
l’orientation des répétitions télomériques par rapport à l’ARS. Une récente étude a montré 
que lorsque l’orientation des répétitions TG1-3 était inversée par rapport à l’ARS c’est-à-
dire lorsque le nouveau brin 5’ riche en C était synthétisé par la machinerie de réplication 
du brin précoce, ceci ne menait pas à d’importants réarrangements chromosomiques, mais à 
des expansions de répétitions (Aksenova et al., 2015). Pour expliquer ces résultats, ils 
proposaient que dans cette orientation, le faible arrêt de fourche ne pouvait pas conduire à 
la formation de DSBs. Cependant dans cette même étude il a également été montré que des 
mutants tof1Δ et csm3Δ menaient à une forte diminution des expansions de répétitions. 
Tof1 et Csm3 sont associés avec Mrc1 pour former le complexe de stabilisation des 
fourches. Le processus d’arrêt de la fourche semble donc être également substantiel dans 
cette orientation et nous pouvons donc supposer que cela mène également à la formation de 
DSBs. Par ailleurs, d’autres études ont montré que l’orientation des répétitions 
télomériques par rapport à la position de l’ARS n’influençait pas l’arrêt de la fourche 
(Ivessa et al., 2002; Makovets et al., 2004). Nous avons également testé différents mutants 




passage de la fourche de réplication au travers des répétitions TG1-3 (Anand et al., 2012; 
Aksenova et al., 2015) (figures 6A et C, S5A et B). La délétion de ces gènes ne conduit pas 
à une altération significative de la coupure. Nous pouvons supposer que la fréquence 
d’arrêts des fourches n’influence pas la génération de DSBs. Cependant, il est à considérer, 
dans ces mutants que l’interaction entre le complexe yKu et la protéine Sir4 est toujours 
présente. La technique de ChEC in vivo apparaît comme étant une excellente méthode sur 
le plan qualitatif, mais présente des défauts sur le plan quantitatif, il est donc possible que 
l’absence de différence entre la souche sauvage et les mutants d’hélicase ne soit liée qu’au 
fait qu’un bassin de yKu demeure lié par son interaction avec Sir4. Il serait donc très 
intéressant de réaliser un double mutant sir4Δpif1Δ par exemple et comparer l’efficacité de 
coupure de Yku70-MN de ce double mutant et d’un simple mutant sir4Δ. Si les efficacités 
sont comparables, nous pourrons conclure avec plus de certitude que la fréquence d’arrêts 
des fourches n’influence pas la génération de DSBs. 
 
1.5 Le recrutement de yKu à des coupures de type « one-sided DSB » 
 
Dans cette étude, nous avons montré qu’une partie du complexe yKu était associée 
aux télomères indépendamment de sa liaison avec la protéine Sir4. Il parait peu probable 
que cette portion du complexe se soit initialement liée à l’extrémité totale du télomère et ait 
glissé en direction du centromère jusqu’aux séquences ITS et à l’interne dans le télomère. 
L’hypothèse la plus probable reste que le complexe se lie aux extrémités d’une cassure 
suite au passage de la fourche de réplication dans les répétitions TG1-3. 
La progression d’une fourche de réplication au travers de l’ADN peut être 
confrontée à différents types de barrières à la réplication. Il peut s’agir de dommages à 
l’ADN comme des dimères de pyrimidines par exemple, des structures secondaires de 
l’ADN ou encore des barrières protéiques comme c’est le cas pour l’ADN télomérique qui 
est lié par Rap1. La présence de barrières à la réplication peut mener à un arrêt de la 
fourche et conduire à une cassure double-brin de l’ADN dans une des chromatides sœurs en 
cours de réplication, ce que l’on nomme en anglais la « one-sided DSB ». La formation de 
cette DSB mène à un effondrement de la fourche. Il a cependant été montré que la fourche 




cassure. Ce mécanisme fait intervenir le complexe CMG (Cdc45, Mcm2-7 et les protéines 
du complexe GINS) de la réplication (Gambus et al., 2006). La nucléase Mre11 ainsi que 
Rad51 sont également nécessaires au redémarrage de la fourche par BIR (Hashimoto et al., 
2012). Dans cette étude ils ont reconstitué l’effondrement de la fourche de réplication chez 
Xenopus laevis en induisant une lésion simple-brin de l’ADN qui mène à la formation 
d’une cassure de type « one-sided DSB ». Pour cela ils ont utilisé un traitement à la 
nucléase S1 suspectée de couper des régions simple brin déroulées de l’ADN qui sont 
générées lors du passage de la fourche de réplication. Le traitement à la nucléase S1 a été 
combiné à un traitement avec l’aphidicoline, une drogue qui inhibe la polymérase α 
conduisant à un ralentissement de la progression des fourches. L’inhibition de la 
polymérase α mène à une dissociation de celle-ci avec les hélicases et donc à une 
augmentation de la quantité de régions simple-brin accessibles à la nucléase S1. Dans ces 
conditions, ils ont montré que Rad51 et la nucléase Mre11 du complexe MRN sont 
nécessaires au redémarrage de la fourche par le mécanisme de BIR. Ils ont proposé que la 
nucléase Mre11, du complexe MRN, doit être capable d’initier une première étape de 
résection nécessaire à la génération du simple brin, sur lequel va se lier Rad51 permettant 
ainsi l’invasion du simple brin dans une matrice intacte. 
De plus, il a été montré chez S. cerevisiae que dans des cellules déficientes pour la 
sous-unité Yku70, la sensibilité à la camptothécine (CPT) de cellules mutantes pour la 
nucléase Mre11 (mre11-3) ou pour la nucléase Sae2 (sae2Δ) était supprimée. Cette 
suppression était liée à une levée de l’inhibition de la résection du brin 5’ au site de la 
cassure par l’exonucléase Exo1 (Foster et al., 2011). Les effets génotoxiques de la CPT se 
produisent pendant la phase de réplication (Pommier, 2006), ce qui suggère que yKu inhibe 
Exo1 aux cassures double-brin durant la réplication. Ces données ont été appuyées par une 
récente étude qui fait état d’un rôle pour yKu durant la phase S, un rôle qui est indépendant 
de ces fonctions dans la NHEJ (Balestrini et al., 2013). Le complexe se lie à l’extrémité des 
« one-sided breaks » et inhibe l’activité d’Exo1. Il est donc supposé que les 
nucléases Mre11 et Sae2 sont nécessaires au relargage de yKu par la résection et à la re-
initiation de la fourche par le mécanisme de BIR. 
Basés sur ces observations, nous pouvons supposer que lors du passage de la 




à la présence de Rap1, elle s’arrête. Cet arrêt conduit à la formation d’une cassure double-
brin dans l’une des chromatides sœurs en cours de réplication et finalement au recrutement 
de yKu à l’extrémité de la cassure, ce qui nous permet de détecter le complexe par ChEC in 
vivo et par ChIP. Cependant la délétion de MRE11, n’a pas montré d’augmentation de 
l’efficacité de coupure par Yku70-MN aux télomères et aux ITS, comme nous aurions pu 
nous y attendre (figures 6E et S5C). Cette absence d’augmentation nous laisse supposer 
qu’aux télomères le complexe yKu n’est pas contraint à un relargage dépendant des 
nucléases Mre11 et Sae2 (figure 28). Il est possible que le complexe reste lié de façon 
constitutive aux télomères contrairement à d’autres endroits dans le génome où il se lie de 
façon transitoire. La raison pour laquelle yKu resterait lié dans les répétitions télomériques 
contrairement aux autres endroits du génome reste peu claire. Il est peu probable que yKu 
reste lié à la « one-sided DSB » pour assurer la NHEJ. Ce mécanisme nécessite en effet une 
deuxième extrémité. Une NHEJ entre deux « one-sided DSBs » à des loci différents ou bien 
une NHEJ entre une « one-sided DSB » et une autre extrémité aléatoire engendrerait des 
réarrangements chromosomiques extrêmement délétères pour le maintien de l’intégrité du 
génome. De plus comme cela a déjà été mentionné plus haut, la liaison de yKu à ce type 
d’extrémité durant la réplication ne fait pas intervenir ces fonctions dans la NHEJ 
(Balestrini et al., 2013). Le complexe yKu est connu pour être à l’origine de l’inhibition de 
la HR aux télomères et aux régions sous-télomériques (Polotnianka et al., 1998; 
Stavenhagen et Zakian, 1998; Marvin, Becker, et al., 2009; Marvin, Griffin, et al., 2009). 
Nous pouvons donc supposer qu’il reste lié afin d’inhiber la résection à la « one-sided 
DSB » qui conduit à la HR. De plus, un rôle de Ku chez Schizosacharomyces pombe dans 
la stabilisation des fourches de réplication a déjà été relaté (Miyoshi et al., 2009; Sánchez et 
Russell, 2015). Nous pouvons donc supposer que le complexe yKu chez S. cerevisiae est 
nécessaire au maintien de l’intégrité de la fourche aux télomères, le maintien de l’intégrité 
pourrait s’exercer via un mécanisme impliquant yKu dans lequel la fourche est redémarrée 
aux répétitions télomériques grâce à un mécanisme de BIR indépendant de la 
nucléase Mre11 du complexe MRX. Nous ne pouvons pas affirmer que le complexe MRX 
n’intervient pas du tout dans ce processus cependant nous pourrions supposer que le 
mécanisme de BIR pourrait être indépendant de MRX comme c’est le cas dans la formation 




génération des survivants de type I (McEachern et Haber, 2006). Nous pouvons aussi 
supposer que suite à une cassure « one-sided DSB », l’ajout de répétitions télomériques est 
assuré par le recrutement de la télomérase à ces sites. 
Enfin, il a également été observé qu’un traitement à la CPT conduisait à un arrêt du 
cycle cellulaire en phase G2/M et une persistance du variant d’histone γ-H2AX dans des 
cellules mre11-3. Une délétion yku70Δ diminue ces effets (Foster et al., 2011). Cette 
dernière observation pourrait être une explication à la persistance de la présence du variant 
d’histone γ-H2AX en amont du télomère, qui serait alors dépendant de la présence du 
complexe yKu. 
Basé sur ces observations où le complexe yKu est supposément recruté suite au 
passage des fourches de réplication au travers d’une barrière de type télomérique, il serait 
intéressant d’étudier par la technique de ChEC in vivo, la liaison de yKu à des loci connus 
pour être également des barrières à la réplication. C’est par exemple le cas des séquences 
d’ADN des gènes ribosomaux qui sont liés par la protéine Fob1. Fob1, à l’instar de Rap1, 







Figure 28. Modèle du recrutement de yKu aux cassures de type « one-sided DSBs » 
Lorsqu’une fourche de réplication (I) fait face à une barrière, celle-ci ralentit, voir s’arrête. 
L’arrêt de la fourche va mener à son recul (II) et à la dissociation des polymérases qui sont 
arrêtées et des hélicases qui continuent à dérouler l’ADN. Cette dissociation conduit à une 
accumulation de simple brin particulièrement sensible à des attaques par des nucléases 
pouvant mener à des cassures de type « one-sided DSB » sur l’une des deux chromatides 
sœurs en cours de réplication. L’extrémité double-brin générée par ce type de cassure est 
reconnue et liée par le complexe yKu (III), la sous-unité Yku80 est en vert foncé et la sous-
unité Yku70 est en vert clair. Ce phénomène peut mener à un effondrement de la fourche de 
réplication, cependant un redémarrage de la fourche est observable via le mécanisme de 
BIR. MRX-Sae2 se lie en amont de la cassure et génère la résection du brin 5’ permettant la 
production d’une extrémité simple brin 3’ reconnue par Rad51 nécessaire à la 
recombinaison homologue. Le clivage par MRX-Sae2 doit entraîner le largage de yKu 
depuis l’extrémité de la cassure (IV). Aux télomères, il a été observé des arrêts fréquents 
des fourches de réplication qui pourrait expliquer le recrutement du complexe yKu que 
nous observons dans le télomère et aux ITS grâce aux expériences de cette étude. 
Cependant aux télomères la liaison du complexe ne semble pas être influencée par la sous-
unité Mre11 de MRX. Il est envisageable que yKu reste lié pour initier d’autres 
mécanismes et protéger la région télomérique de la dégradation et de la HR. Nous 






1.6 Plusieurs complexes pour plusieurs fonctions 
 
Les deux hypothèses du mode de liaison de yKu aux télomères font intervenir une 
interaction protéine-protéine entre Yku80 et Sir4 dans un premier cas et une liaison directe 
basée sur le même mécanisme de recrutement du complexe que celui observé durant la 
NHEJ. Dans ce deuxième cas, il était proposé que yKu se lie à l’extrémité totale du 
chromosome (Lopez et al., 2011). Comme cela a été exprimé précédemment, la polarité de 
la liaison du complexe semble importante pour ces différentes fonctions. Yku80 est dirigée 
vers la chromatine sous-télomérique ce qui appuie ses fonctions dans la formation de 
l’hétérochromatine (Ribes-Zamora et al., 2007). Enfin, il a été montré que l’interaction de 
yKu avec Sir4 était importante pour plusieurs fonctions du complexe, notamment la 
formation de l’hétérochromatine dans la région sous-télomérique. Cette interaction est 
également nécessaire au recrutement de la télomérase et au maintien de la longueur des 
télomères (Roy et al., 2004; Hass et Zappulla, 2015). Ces observations couplées à celles de 
cette étude, où yKu se lie également à l’intérieur des télomères et des ITS dépendamment 
de Sir4 et de la liaison à l’ADN, nous poussent à proposer un modèle dans lequel yKu 








Figure 29. Positions et fonctions du complexe yKu aux télomères 
Le complexe yKu lie le télomère et assure plusieurs fonctions. Notre étude a permis de 
mettre en lumière de nouveaux sites de liaison de yKu aux ITS (1) et à la jonction télomère-
STR (2). Basé sur nos observations, aux positions (1) et (2), le complexe doit pouvoir se 
lier sous deux modes, directement à l’ADN à des extrémités double-brin générées à ces 
sites et via son interaction avec Sir4, elle-même liée à la protéine Rap1. À ces sites, le 
complexe yKu doit être essentiel à l’établissement de l’hétérochromatine. Le complexe yKu 
se lie à l’extrémité totale du télomère directement à l’ADN, assurant ainsi la protection du 
brin 5’ contre la dégradation nucléolytique (3). Le complexe yKu lie également une 
structure tige-boucle de l’ARN de la télomérase Tlc1. Ce complexe doit être capable de se 
lier aux protéines Sir4 présentent aux télomères et d’assurer ainsi le recrutement de la 
télomérase et donc le maintien de la longueur des télomères (4). La protéine Rap1 inhibe la 
NHEJ aux télomères, probablement en bloquant l’accessibilité pour yKu à l’extrémité du 
double-brin (1-2) et par des voies dépendantes de Rif2 et Sir4 à l’extrémité totale du 
télomère (3). 
 
Aux ITS et à la jonction télomères-STR, nous supposons que le complexe yKu se lie 
directement à des fins d’ADN générées à ces sites tels que des fins issues de cassures de 
type « one-sided DSB ». À ces sites, nous proposons également la co-existence de ce 
premier bassin de complexes avec un second qui pourrait se lier via son interaction avec 
Sir4, puisqu’une délétion SIR4 n’abolit pas la liaison du complexe, mais la diminue. À ces 
sites, nous supposons que le complexe est essentiel pour la formation de l’hétérochromatine 
dans la région sous-télomérique. Le complexe doit se lier directement à l’extrémité totale 
du chromosome et y assurer la protection contre la dégradation nucléolytique, il a en effet 






télomérique, présentait également une diminution de la protection du télomère se traduisant 
par une expansion du simple 3’ (Lopez et al., 2011). Ce même mutant est caractérisé par un 
raccourcissement du télomère qui n’est pas associé à la dégradation nucléolytique. 
Puisqu’en enlevant EXO1, le phénotype télomérique reste court. Il a été montré que ce 
mutant présente une diminution de l’association avec l’ARN Tlc1 de la télomérase et un 
phénotype télomérique plus court que celui du mutant tlc1Δ48 qui ne lie plus yKu. Ces 
résultats sont appuyés par une étude de 2012 réalisée par le laboratoire du professeur 
Thomas Cech dans laquelle est montré, grâce à l’utilisation de mutants ayant perdu leur 
capacité à lier l’ADN, que les liaisons de yKu aux télomères et à la télomérase sont 
mutuellement exclusives (Pfingsten et al., 2012). Dans cette étude est proposé un nouveau 
modèle où le recrutement de la télomérase via yKu aux télomères ne se fait donc plus grâce 
à une seule molécule de yKu, mais deux qui interagiraient ensembles.  
De par ses interactions avec Sir4, le complexe yKu est nécessaire à plusieurs 
fonctions aux télomères, notamment l’établissement de l’hétérochromatine (Roy et al., 
2004). Dernièrement, il a été montré que cette interaction est nécessaire au maintien de la 
longueur des télomères (Hass et Zappulla, 2015). Nous proposons donc d’après ces 
observations et le modèle établi par le laboratoire de Thomas Cech, que la molécule de yKu 
liée à l’ARN Tlc1 pourrait établir une liaison avec une molécule Sir4, elle-même associée 
au C-terminal de la protéine Rap1 aux télomères (figure 29). Cette configuration serait donc 
nécessaire au maintien de la longueur des télomères via une voie dépendante de Sir4, yKu 
et Tlc1. 
 
1.7 Répression de la NHEJ aux télomères 
 
Comme cela a été énoncé précédemment, le rôle de Ku dans la NHEJ et sa présence 
aux télomères est un paradoxe pour le maintien de l’intégrité du génome. L’inhibition de la 
NHEJ est en effet cruciale afin d’empêcher la fusion entre deux télomères ou encore un 
télomère et l’extrémité d’une cassure double-brin. Chez Schizosacharomyces pombe, Taz1, 
une protéine de liaison à l’ADN télomérique est nécessaire à l’inhibition de la NHEJ aux 
télomères grâce à son recrutement de Rap1 (Ferreira et Cooper, 2001; Miller et al., 2005). 




intervenir TRF2, qui est un orthologue de Taz1. TRF2 permet le recrutement de RAP1 aux 
télomères. In vivo, il a été montré que TRF2 est nécessaire à la répression de la NHEJ et in 
vitro cette répression fait intervenir TRF2 et RAP1 (Van Steensel et al., 1998; Li et al., 
2000; Celli et de Lange, 2005; Celli et al., 2006; Bae et Baumann, 2007). Chez S. 
cerevisiae la protéine Rap1 est une protéine de liaison à l’ADN. Des études ont montré 
qu’une perte de liaison de Rap1 à l’ADN télomérique conduisait à des fusions dépendantes 
des facteurs de la NHEJ (Pardo et Marcand, 2005; Marcand et al., 2008). L’étude de 2008 
montre que l’inhibition de la NHEJ par Rap1 est dépendante de deux domaines de la 
protéine. Son domaine C-terminal (RCT) qui inhibe la NHEJ via deux voies différentes. La 
première dépendante de Rif2 et la seconde dépendante de Sir4. Le domaine central de la 
protéine, nécessaire à sa liaison à l’ADN est également requis pour l’inhibition de la NHEJ. 
Dans notre modèle (figure 29), nous supposons qu’aux sites de liaison de yKu, aux ITS et à 
la jonction télomère-STR, Rap1 par le simple fait d’être liée à l’ADN ne donne pas accès à 
yKu à l’extrémité et bloque le recrutement de la machinerie de la NHEJ. La NHEJ via le 
complexe lié à l’extrémité totale du télomère est probablement inhibée par les voies liées au 
C-terminal de la protéine Rap1. Nous supposons que Sir4 inhibe le recrutement des autres 
facteurs de la NHEJ via son interaction directe avec le complexe. 
 
2 CHAPITRE 2 
 
Dans ce chapitre, nous avons étudié les liaisons de la protéine Rap1 et du complexe 
yKu aux télomères de type X. La difficulté rencontrée au cours de cette étude n’a pas résidé 
dans la technique de ChEC elle-même, mais dans le fait de concevoir des sondes propres 
aux télomères X qui ont servi ultérieurement à l’hybridation durant l’expérience de 
Southern-blot. La nature des éléments X, présents sur tous les télomères, à la fois conservés 
et très hétérogènes a rendu impossible la conception de sonde directement à l’intérieur des 
séquences répétées X. C’est pourquoi pour cette étude nous avons opté pour la sonde 
Tel03L se liant 2000 pb en amont de l’élément X et pour l’oligonucléotide oT355, se liant 






2.1 Liaisons de Rap1 et yKu à Tel03-L et Tel01-L 
 
L’étude des positions de la protéine Rap1 et du complexe yKu aux télomères X, 
Tel03-L et Tel01-L par la technique de ChEC in vivo a permis de mettre en évidence dans 
chacun des cas, trois sites de coupures pouvant s’apparenter à des positions potentielles 
pour les deux molécules (figures 14 et 15).  
Les fragments observés à 3100 pb et 940 pb pour Tel03-L et Tel01-L 
respectivement corrèlent avec ce qui a déjà été observé dans le chapitre 1 pour l’étude des 
positions de ces deux molécules aux télomères de type XY’ avec l’utilisation d’une sonde 
se liant dans les éléments Y’. Les sites de coupure ayant généré ces deux fragments ont été 
déterminés à environ 100 pb et 30 pb en amont du début du télomère. Considérant la 
résolution de la technique, nous pouvons supposer ici que les coupures à ces sites ont été 
induites par les protéines fusions liées à l’intérieur du télomère, à la jonction entre celui-ci 
et l’élément X. Contrairement à ce qui a été observé aux loci Y’, la coupure n’est pas 
générée à la jonction elle-même. Nous supposons que la nature chromatinienne des 
éléments X, très condensée comparativement aux éléments Y’, ne permet pas l’accès de la 
MN à la jonction. De plus ces sites co-localisent avec des sites de liaison connus pour des 
facteurs de transcription généraux, tels que Tbf1, Reb1 et Abf1. À ces sites, la chromatine 
est en général plus relâchée, laissant un accès facilité à la MN. 
Les fragments observés à 2600 pb et 2450 pb pour Tel03-L et à 620 pb et 480 pb 
pour Tel01-L ne corrèlent pas avec des sites potentiels de liaison de Rap1 et yKu à 
l’intérieur de répétitions télomériques puisqu’on ne trouve aucune séquence de cette nature 
au voisinage des sites de coupure pour la MN ayant généré ces fragments. Il est à noter que 
pour l’analyse de Tel03-L ces sites sont à proximité (2600 pb) ou bien à l’intérieur (2450 
pb) de la séquence consensus (ACS) de l’ARS300 qui se trouve dans l’élément XC. 
L’ARS300 est une origine de réplication tardive. Chez la levure bourgeonnante, le profil 
nucléosomal associé aux origines de réplication est particulier. À proximité de l’ACS, on 
trouve une région pauvre en nucléosome, NDR (nucleosome-depleted region) (Berbenetz et 
al., 2010; Eaton et al., 2010). Cette configuration est valable pour toutes les origines de 
réplication, cependant les ARS précoces et tardives présentent un profil nucléosomal très 




moindre d’occupation par les nucléosomes sur la chromatine, ces derniers sont en outre 
moins positionnés en amont et en aval du NDR (Soriano et al., 2014). Les fragments à 2600 
et 2450 pb pourraient donc correspondre à des coupures par la MN à des sites facilement 
accessibles par celle-ci, plutôt qu’à un positionnement réel de la protéine Rap1 et du 
complexe yKu. Cependant, les sites estimés ayant généré les fragments à 2450 pb (Tel03-
L) et 480 pb (Te01-L) co-localisent avec des sites de liaison pour ORC et Abf1 
respectivement. ORC est le complexe de reconnaissances des origines de réplication et est 
également impliqué dans la répression de la transcription des gènes dans la région sous-
télomérique. Abf1 est un facteur de transcription. La protéine Rap1 présente un site de 
liaison à environ 20 pb du site estimé de coupure ayant généré le fragment à 480 pb dans le 
télomère Tel01-L. La génération de ce fragment pourrait donc être liée à la liaison directe 
de la protéine. Les sites observés ne corrèlent avec aucune liaison directe à l’ADN du 
complexe yKu. Il pourrait éventuellement être lié par l’intermédiaire de Sir4 elle-même liée 
à la protéine Rap1 au site décrit au-dessus. 
 
2.2 Hypothèse du repliement télomérique 
 
La génération des fragments par Yku70-MN à 2450 pb (Tel03-L) et 480 pb (Tel01-
L) appuie les observations faites par les équipes de Edward Louis et Alison Bertuch en 
2009 (Marvin, Becker, et al., 2009; Marvin, Griffin, et al., 2009). Dans ces études, ils ont 
montré l’implication du complexe yKu et la région XC de l’élément X dans la répression de 
la recombinaison aux éléments sous-télomériques. Ils proposent que cette répression soit 
possible grâce à l’existence d’une structure repliée du télomère sur l’élément X. Le 
repliement doit être médié par une interaction entre le complexe yKu lié directement aux 
télomères et l’élément XC et fait probablement intervenir des interactions protéines-
protéines entre yKu et des facteurs connus pour être liés à cette partie de l’élément X. 
Parmi les facteurs liés sur l’ensemble des éléments X sont trouvés le facteur de 
transcription Abf1 et ORC. Les protéines Sir sont également connues pour être localisées 
dans l’élément X puisqu’elles participent à la formation de l’hétérochromatine dans cet 
élément. Cependant, des délétions des gènes codants pour les différentes protéines Sir 




observation appuie l’intervention d’autres groupes de protéines dans le maintien de cette 
structure repliée supposée. Dans notre étude des télomères Tel03-L et Tel01-L, il serait 
donc intéressant de tester les souches Rap1-MN et yKu70-MN dans un mutant sir4Δ, ou 
bien des mutants des gènes ABF1 et ORC1, et observer les profils de coupures. 
Il est à noter que la liaison de yKu à l’élément XC a été observée aux télomères X, mais 
également aux télomères XY’, de même la liaison de yKu est plus forte dans les éléments 
où la chromatine est condensée, mais elle est toutefois existante dans les éléments où la 
transcription n’est pas réprimée (Marvin, Becker, et al., 2009). Il serait donc important 
d’élargir l’étude à d’autres éléments X. Les gènes situés dans l’élément X de Tel03-L sont 
fortement réprimés, il serait donc intéressant d’étudier un télomère tel que le Tel03-R où la 
chromatine est moins condensée.  
Basé sur ces observations et les nôtres nous proposons donc un modèle (figure 30) en 
rapport avec celui de l’équipe de Edward Louis, dans lequel le télomère serait replié sur la 
région XC et que ce repliement serait maintenu par un ensemble de protéines faisant 
intervenir le complexe yKu, les protéines Sir, plus particulièrement Sir4, ORC et Abf1. Le 
repliement aux télomères de type X ferait intervenir une interaction entre les répétitions 
télomériques et l’élément XC. Aux télomères XY’, le repliement basé sur la même 
interaction exclurait l’élément Y’ comme cela a déjà été décrit (Pryde et Louis, 1999). Ce 
type de structure permettrait d’expliquer la limitation de la répression de la transcription 
des gènes aux éléments X. De plus un mutant yku présente une dégradation du brin 5’ 
télomérique se traduisant par une accumulation du simple brin 3’ riche en G. Le maintien 
de cette structure par le complexe, lui permettrait donc de protéger l’extrémité 







Figure 30. Implication de yKu et XC dans le repliement du télomère 
Le télomère doit opérer une structure repliée pour assurer un niveau supérieur de 
protection. Basés sur les expériences de ChEC in vivo aux télomères X et sur les travaux 
des laboratoires d’Edward Louis et d’Alison Bertuch, nous proposons que ce repliement est 
dépendant d’une interaction entre le complexe yKu et l’élément XC dans la région sous-
télomérique. Cette interaction doit faire intervenir d’autres protéines que yKu. D’après nos 
expériences yKu interagit avec XC à proximité de la séquence consensus de l’ARS où sont 
liés ORC et Abf1. De plus les protéines Sir s’étendent à l’élément X. Nous supposons donc 
que le repliement doit faire intervenir des interactions protéines-protéines impliquant yKu, 
ORC, Abf1 et Sir4. Au télomère XY’, le repliement exclurait l’élément Y’ ce qui 
expliquerait la discontinuité de la propagation des protéines Sir dans cet élément. 
 
Il serait judicieux de réaliser la même expérience sur Tel03-L et Tel01-L en utilisant 
une souche dans laquelle Cdc13 est fusionnée à la MN. Cdc13 est choisie, car elle ne 
présente pas de site de liaison connu dans l’élément X. Si un tel repliement existe, nous 
pouvons nous attendre à observer la génération de fragments issus de coupure dans 
l’élément XC. Par la suite, nous pourrions réaliser la même expérience dans un mutant yku 
et vérifier ainsi l’implication du complexe dans cette structure. Il va de soi qu’un excellent 
contrôle afin de vérifier la spécificité de ces coupures serait d’analyser le profil de coupures 







3 Chapitre 3 
 
Chez S. cerevisiae l’absence de la fonctionnalité de la télomérase mène les cellules 
à la sénescence et donc à la mort. Une portion de cellules est capable de sortir de la 
sénescence en amplifiant ses télomères par le mécanisme de BIR. Ces cellules sont 
qualifiées de survivants post-sénescence. On trouve deux types de survivants, le type I qui 
utilise le mécanisme de BIR dépendant de la protéine de recombinaison homologue Rad51 
et le type II qui est indépendant de Rad51, mais dépendant du complexe MRX et de Rad59. 
Les cellules dont la fonction de la télomérase est abolie génèrent en proportion 90 % de 
type I et 10 % de type II. Cependant, les types I finissent par être convertis en type II en 
milieu liquide, probablement à cause de leur croissance lente. Dans cette étude, nous avons 
voulu étudier les raisons de la croissance lente du type I. 
 
3.1 Effet de la taille des télomères sur la croissance des types I 
 
Dans cette étude nous avons montré que les survivants de type I présentaient une 
croissance lente avec un temps de doublement deux fois supérieur à celui d’un type sauvage 
(3 h vs.1h30) (figures 17 et 18A). De plus, le temps de latence correspondant au temps 
d’adaptation de la souche à son milieu était également supérieur pour le type I comparé à la 
souche sauvage (3 h 15 Vs 2 h 15) (figure 18B). La croissance lente des survivants de type 
I se traduit par un ralentissement en phase G2/M du cycle cellulaire (figure 19). La 
protéine Rad53 fonctionne en aval des deux PI3-kinase Mec1 et Tel1 et est phosphorylée 
lors d’un dommage à l’ADN ou d’un stress réplicatif. L’état de phosphorylation de la 
protéine Rad53 à un niveau d’activité est essentiel pour le contrôle du cycle aux phases -S, 
-G1 et -G2/M. Nous avons donc analysé l’état de phosphorylation de Rad53 chez les 
survivants de type I et constaté que la protéine était constitutivement phosphorylée à un état 
d’activation (figure 21). Un traitement à la phléomycine a été utilisé comme contrôle pour 
la phosphorylation de Rad53. La phléomycine est une drogue de la même famille que la 
bléomycine qui induit des cassures double-brin de l’ADN. Nous avons montré que la 
délétion rad9Δ abolissait l’état de phosphorylation de la protéine Rad53 (figure 23) et 




croissance lente des types I semble donc être due à l’activation des protéines de contrôle de 
la phase G2/M. Cette activation est dépendante de la voie RAD9 (figure 23). Cette voie est 
activée en présence de cassures double-brin de l’ADN. Ces observations nous conduisent à 
suggérer que la croissance lente des survivants de type I corrèle avec la présence de 
télomères courts dans ce type cellulaire. Il est envisageable que la faible taille des télomères 
se traduise par une perte du capuchon télomérique menant à la reconnaissance du télomère 
par les mécanismes de la cellule comme étant une cassure double-brin de l’ADN. Aux 
télomères courts des survivants de type I, la protéine Mec1 associée à Ddc2 doit interagir 
avec ces derniers, menant au recrutement de Rad53 aux télomères via la protéine 
adaptatrice Rad9 qui va stimuler son activité kinase. 
L’arrêt du cycle cellulaire en mitose, à la transition métaphase-anaphase, lorsqu’un 
dommage à l’ADN est présent permet à la cellule de mettre en place les mécanismes de 
réparation adéquats pour résoudre le dommage. L’arrêt du cycle est donc essentiel à la 
survie de la cellule. L’inhibition de l’entrée en anaphase requiert notamment l’activation de 
Rad53 par Rad9 et Mec1. Une délétion du gène RAD9 conduit donc à une reprise hâtive du 
cycle cellulaire menant à la persistance de la cassure double-brin dans le génome pouvant 
conduire à des mutations dans des gènes essentiels et à la mort cellulaire. Dans le cas 
présent nous ne sommes pas en présence d’une cassure double-brin à l’intérieur d’un gène 
essentiel, mais à l’extrémité du chromosome où le télomère est suffisamment court pour 
être perçu comme une cassure double-brin. Il n’y a pas de gènes essentiels à l’extrémité 
télomérique, de plus le télomère est tout de même maintenu par le mécanisme de BIR. Ceci 
explique que chez les survivants de type I, la délétion de RAD9 n’aggrave pas le phénotype 
de croissance, mais à l’inverse améliore la croissance des cellules. 
En supposant que la croissance lente est associée à une déprotection du télomère 
chez les survivants de type I, il serait intéressant d’étudier l’accumulation de simple-brin 
télomérique dans cette souche par une expérience de In-gel. Comme cela a déjà été observé 
chez des cellules cdc13-1 à des températures semi-permissives, la perte du capuchon 
télomérique conduit à une dégradation par des exonucléases du brin 5’ conduisant à une 
accumulation du simple brin 3’ (Garvik et al., 1995; Nugent et al., 1996; Booth et al., 
2001). De même, basée sur l’hypothèse de l’accumulation de simple brin chez ce type 




étude a montré que la protéine de point de contrôle Mrc1 était nécessaire à la protection des 
télomères déprotégés contre la dégradation nucléolytique par Exo1 (Tsolou et Lydall, 
2007). Cette fonction de Mrc1 était en outre indépendante de sa fonction aux points de 
contrôle suite à un stress réplicatif. Dans cette étude il était montré que la croissance d’une 
souche double mutante cdc13-1 mrc1Δ était améliorée suite à la délétion d’EXO1. Nous 
pouvons donc supposer qu’une délétion de MRC1 chez les survivants de type I devrait 
intensifier le délai de croissance de ce type cellulaire. De même, il a été montré que le 
complexe MRX, nécessaire à la réparation des cassures double-brin, à l’activation des 
points de contrôle (Haber, 1998) et au maintien de la taille des télomères (Ritchie et Petes, 
2000), participait également à la protection des télomères chez des cellules cdc13-1(Foster 
et al., 2006). Il serait donc intéressant d’étudier l’effet d’un mutant du complexe MRX sur 
la croissance des survivants de type I. 
 
3.1 Les effets de la phléomycine 
 
Dans cette étude nous avons également observé les effets d’un traitement à la 
phléomycine sur différents types cellulaires présentant une délétion du gène RAD9. Malgré 
la délétion, en présence de phléomycine la protéine Rad53 est toujours phosphorylée 
(figures 24, 26 et 27). Le fait que cette observation soit valable pour tous les types 
cellulaires montre que l’effet est dû à la phléomycine elle-même plutôt qu’aux types 
cellulaires. La phléomycine induit des cassures double-brin de l’ADN comme la 
bléomycine (Moore, 1989), mais induit des lésions plus importantes que cette dernière chez 
S. cerevisiae (Moore, 1988). Cependant, il a déjà été référé que cette drogue induisait 
également un stress réplicatif (D’Amours et Jackson, 2001; Nakada et al., 2003; Stead et 
al., 2012). En présence de phléomycine, les cellules sont ralenties en phase S. Cet arrêt en 
phase S est dépendant de Mec1 et Tel1 (Nakada et al., 2003). Ces données expliquent les 







Les travaux présentés dans cette thèse ont ciblé l’étude de la position du complexe 
Ku aux télomères et l’étude de la croissance lente des survivants de type I chez S. 
cerevisiae. 
Le complexe Ku est un hétérodimère nucléaire très bien conservé à travers les 
espèces eucaryotiques notamment de la levure à l’humain. La première fonction pour 
laquelle il a été identifié est la réparation des DSBs par le mécanisme de la NHEJ. Chez la 
levure comme chez l’humain il est le facteur clé et initial qui se lie à chacune des 
extrémités de la cassure. Une fois lié il permet le recrutement des autres facteurs 
nécessaires à la NHEJ. En plus de ses fonctions aux cassures, le complexe Ku a également 
été identifié aux télomères chez la levure et l’humain (Gravel et al., 1998; Downs et 
Jackson, 2004). Ses rôles aux télomères chez la levure ont été très bien décrits et le 
complexe apparaît comme étant essentiel à de nombreuses fonctions du télomère, telles que 
la protection, le maintien de la taille, le TPE, l’accrochage à la membrane nucléaire. Si ces 
fonctions sont très bien connues, la position exacte du complexe aux télomères était encore 
une énigme. Du fait de ses rôles de protection contre la dégradation nucléolytique du 
brin 5’ et de recrutement de la télomérase, le complexe a été positionné de façon arbitraire à 
l’extrémité totale du télomère. Cette position hypothétique était de fait appuyée par son 
mode de liaison bien connu aux DSBs. Des essais in vitro ont montré que la liaison du 
complexe yKu avec un substrat d’ADN télomérique était antérieure à celle de Cdc13 avec 
le même substrat. (Wu et al., 2009), cependant in vivo, il a été vu que Cdc13 est associée au 
simple brin à travers le cycle cellulaire (Fisher et al., 2004). Les chapitres 1 et 2 de cette 
thèse ont permis de mettre en lumière de nouveaux sites de liaison pour le complexe yKu 
chez la levure. En étudiant les télomères XY’ aux loci Y’, nous avons pu observer des 
liaisons du complexe aux ITS et à l’intérieur du télomère. Aux télomères X, nous avons pu 
observer une liaison du complexe, probablement indirecte, à l’intérieur de l’élément XC. 
Ces données nous ont permis d’apporter davantage d’explications sur les rôles de yKu dans 
la régulation du maintien du télomère. Comme évoqué plus haut, le complexe Ku est 
également impliqué aux télomères chez l’humain, même si ces rôles sont moins bien 




1999; D’Adda di Fagagna et al., 2001). Il est également physiquement lié à la télomérase 
comme chez la levure, mais il semble associé à la sous-unité catalytique (hTERT) plutôt 
qu’à l’ARN de la télomérase (Chai et al., 2002). Le niveau de conservation du complexe et 
ces nombreuses fonctions font qu’une bonne compréhension des fonctions de Ku aux 
télomères est donc essentielle à l’appréhension de la biologie des télomères. 
 
En l’absence d’une télomérase fonctionnelle, les télomères chez S. cerevisiae sont 
maintenus par recombinaison homologue à travers le mécanisme de BIR. On distingue 
deux types de cellules qui maintiennent leurs télomères ainsi, les survivants de type I et les 
survivants de type II. La recombinaison chez ces survivants est dépendante de Rad52, en 
revanche les types I utilisent le mécanisme de BIR dépendant de Rad51 et le type II le 
mécanisme de BIR indépendant de Rad51. Dans cette étude, nous nous sommes intéressés à 
la croissance lente des survivants de type I et avons observé qu’elle était associée à un arrêt 
en phase G2/M du cycle cellulaire de ces cellules. Cet arrêt est probablement lié à la taille 
très courte des télomères devant être reconnus comme des cassures double-brin. Chez 
l’humain, dans certains types de cancer, les télomères ne sont pas amplifiés par une 
réactivation de la télomérase, mais par des mécanismes de la recombinaison homologue. 
Les cellules présentant ce type d’amplification sont appelées les cellules ALT. Dans ces 
cellules, les télomères sont longs et hétérogènes, ce qui s’apparente davantage au type II 
qu’au type I (Bryan et al., 1995). Cependant, il a été montré chez des cellules souches 
embryonnaires de souris présentant une inactivation de la télomérase, que leur survie 
pouvait être basée sur une amplification de leurs télomères à partir d’une origine inconnue 
dans la région sous-télomérique (Niida et al., 2000). De plus chez les cellules ALT 
l’amplification des télomères est à la fois dépendante de Rad51 et Rad52 (Yeager et al., 
1999). Une bonne compréhension de la régulation des types II, mais aussi des types I est 
donc essentielle afin d’élargir les connaissances de la biologie des cellules ALT qui 
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Tableau 2. Souches utilisées aux chapitres 2 et 3 
 
Souches Caractéristiques Référence 
MVY172 








Mat A/alpha, UBR1/ubr1 D::GAL1,10-UBR1-HA:HIS3 ade2-1/ade2-1 









Mat A , ura3-52, lys2-801, ade2-101, trp1-D63, his3-D200, leu2-D1, 




Mat A , ura3-52, lys2-801, ade2-101, trp1-D63, his3-D200, leu2-D1, 
VR-ADE2-T, tlc1 D::LEU2 survivant de type I 
Cette étude 
MVL003 
Mat A , ura3-52, lys2-801, ade2-101, his3-D200, leu2-D1, VR-ADE2-T, 
tlc1 D::LEU2 survivant de type I rad9Δ::TRP1 
Cette étude 
TLC1 rad9Δ 
Mat A , ura3-52, lys2-801, ade2-101, his3-D200, leu2-D1, VR-ADE2-T, 
tlc1 D::LEU2 rad9Δ::TRP1+ pAZ1 
Cette étude 
cdc13-1 TS 59 a 




cdc13-1 TS rad9Δ 41 
a 










Tableau 3. Oligonucléotides utilisés aux chapitres 2 et 3 
 









Tel03L probe 2-forward 5'-AGTAAGTCGTCTACGTA-3' Cette étude 
Tel03L probe 2-reverse 5'-CTGTGCAATCACCTG-3' Cette étude 
oT355 5'-GTGATACCATGATAGTGTTGCTACCACAAGC-3' 
(Xu et al., 
2013) 
RAD9 promo FOR 5’-ATCGACGAAACCTCAAGGGG-3’ Cette étude 





Tableau 4. Plasmides utilisés aux chapitres 2 et 3 
 
Nom Description Référence 
pFA6a-MN-TRP1 TRP1, CEN, AMP, MN Cette étude 
pRS306 -tel03L URA3, AMP, tel03 Cette étude 
pAZ1 URA3, CEN, TLC1 (Gravel et Wellinger, 2002) 
 
 
